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El presente trabajo de investigación se realizó con el objetivo de evaluar la capacidad de 
formación de biofilm por diecisiete cepas de L. monocytogenes sobre una superficie de acero 
inoxidable a una temperatura de 30°C, alta humedad y en un periodo de siete días, mediante el 
uso de tres métodos de recuento como el sistema TEMPO®, recuento en placa y microscopía de 
epifluorescencia directa, además de comparar su eficacia en determinar el número de células 
presentes en el biofilm.  
 
La cepa con un mayor número de células presentes en el biofilm fue L. monocytogenes CECT 
5672 con un recuento de 2.17×10ၭ UFC/cm², evaluado por microscopía de epifluorescencia 
directa. Sin embargo, la evaluación por sistema TEMPO® y recuento en placa determinaron que 
la mayor productora de biofilm fue la cepa L. monocytogenes 4423 con recuentos de 4.70×10ၬ y 
3.98×10ၬ UFC/cm², respectivamente. Los tres métodos coincidieron en que la cepa con una 
menor producción de biofilm fue L. monocytogenes CECT 911, obteniéndose recuentos de 
5.98×10ၫ, 5.59×10ၫ y 2.98×10ၬ UFC/cm² por sistema TEMPO®, recuento en placa y por 
microscopía de epifluorescencia directa, respectivamente. Los recuentos de las cepas de mayor 
producción de biofilm, mencionadas anteriormente, no presentaron diferencias estadísticamente 
significativas (P > 0.05), en su mayoría, con los recuentos obtenidos por las otras cepas 
estudiadas. Sin embargo, sí se encontraron diferencias estadísticamente significativas (P < 0.05) 
entre la mayor y menor cepa productora de biofilm, en los tres métodos evaluados.  
 
Se determinó que no hubo diferencias significativas (P > 0.05) entre los recuentos obtenidos 
por sistema TEMPO® y por recuento en placa. Sin embargo, se encontraron diferencias 
  
 
significativas entre los recuentos obtenidos por estos dos métodos con los obtenidos por 
microscopía de epifluorescencia directa para todas las cepas, excepto L. monocytogenes R6 en la 
que su recuento por microscopía de epifluorescencia directa no presentó diferencias 
significativas (P > 0.05) con el recuento en placa. No se encontró una relación directamente 
proporcional entre la producción de biofilm y el porcentaje de células viables. El modelo de 
regresión lineal fue el más idóneo para relacionar los tres métodos.  
 
Finalmente, se concluye que todas las cepas estudiadas presentan diferentes capacidades para 
formar biofilm, y que el método que presenta las mayores ventajas en cuanto a su sensibilidad y 






Tanto la calidad como el estado sanitario de los productos alimenticios son aspectos que los 
consumidores reflexionan y analizan en el momento de realizar la compra. Las industrias 
procesadoras de alimentos tienen la gran responsabilidad de ofrecer productos en un estado tal 
que no ponga en riesgo la salud pública, garantizando la seguridad de sus procesos y por ende la 
de sus productos. 
 
Las enfermedades transmitidas por los alimentos (ETAs) son el efecto de la ingesta de 
alimentos contaminados con microorganismos patógenos, o también por agentes químicos, según 
la Organización Mundial de la Salud (OMS). Pueden llegar a originar brotes, asociados 
principalmente a prácticas higiénicas inadecuadas del personal manipulador, contaminaciones 
cruzadas, en especial contaminación microbiana desde las superficies de contacto y de equipos al 
alimento que se está procesando, las materias primas, transmisión por vectores y otras causas 
ambientales. Dentro de estas posibles causas, aquella que representa una de las vías de 
contaminación microbiana más frecuente en  la industria de los alimentos y ambientes 
domésticos es la relacionada con las superficies de contacto con alimentos (Kusumaningrum et 
al., 2003; Garret et al., 2008). 
 
Basta que las bacterias encuentren las condiciones nutricionales y ambientales adecuadas para 
que puedan multiplicarse exponencialmente y colonizar las superficies, si además, no se tiene un 
adecuado programa de higienización, las bacterias se agruparán y formarán biofilms. Éstos  son 




por sustancias poliméricas extracelulares producidas por ellos mismos, y que se compone 
principalmente de polisacáridos. 
 
Una de las bacterias patógenas asociadas a ETAs más importantes debido a su letalidad y altas 
tasas de mortalidad, es la llamada Listeria monocytogenes  (Sofos y Geornaras, 2010). A esta 
bacteria se le adjudica la capacidad de crecer en diferentes superficies (acero inoxidable, vidrio, 
polietileno, teflón, etc.) directamente relacionadas con el ambiente de producción alimentario, así 
como también se le asocia al hecho de permanecer en las mismas por largos periodos de tiempo 
bajo la forma de biofilms (Borucki et al., 2003). La formación de biofilms ofrece una clara 
ventaja en cuanto a la protección de L. monocytogenes frente a una gran variedad de condiciones 
de estrés, tales como temperaturas extremas, rayos ultravioletas, biocidas y desecación 
(Carpentier y Cerf, 2011). En los biofilms, L. monocytogenes también muestra una mayor 
resistencia a los detergentes y desinfectantes, lo que dificulta la descontaminación y erradicación 
completa (Pan et al., 2006). Sin embargo, esta capacidad de formar biofilms es diferente en cada 
cepa, y también dependerá de la temperatura, los nutrientes presentes y del tipo de superficie al 
cual se adhieran (Min et al., 2006; Bonsaglia et al., 2014; Gião y Keevil, 2014). 
 
El control y la prevención de la presencia de este microorganismo es todo un desafío para las 
industrias del sector, debido no solo a que es capaz de formar biofilms, sino que también tiene la 
capacidad de crecer a temperaturas de refrigeración, tolerar altas concentraciones de sal y medios 
ácidos (Gandhi y Chikindas, 2007). Si no se toman las medidas de higienización adecuadas en 
las superficies de trabajo, este patógeno contaminará el alimento y provocará una enfermedad 
denominada listeriosis, que causa un espectro de enfermedades que van desde gastroenteritis 




principalmente en pacientes con factores de riesgo como por ejemplo personas 
inmunocomprometidas, o individuos de alto riesgo como ancianos, niños y mujeres embarazadas 
(Vásquez-Boland et al., 2001; Mammina et al., 2009). Los alimentos más susceptibles a ser 
contaminados por este patógeno son las carnes, vegetales, productos lácteos, alimentos listos 
para el consumo (RTE, Ready to eat) y en general los conservados en refrigeración por largos 
periodos de tiempo (Pesavento et al., 2010). 
 
El estudio de la presencia de este microorganismo en alimentos y, especialmente en entornos 
industriales como las superficies, evaluando la capacidad para formar biofilms, detectarlos e 
intentar eliminarlos, constituye uno de los ejes fundamentales para garantizar la seguridad 
alimentaria del futuro.  
 
Los resultados de esta investigación favorecerán en el conocimiento sobre la capacidad de 
formación de biofilm de las diecisiete cepas de L. monocytogenes sobre superficies de acero 
inoxidable (uno de los materiales más empleados en la industria agroalimentaria). La 
información obtenida será de utilidad para las empresas del sector alimentario, debido a que 
muestra las condiciones ambientales a la que se forma un biofilm, las mismas que deberán 
evitarse con un buen programa de limpieza y desinfección. Además, se muestra una técnica 
fiable (microscopía de epifluorescencia directa) que permite cuantificar la contaminación 
microbiológica de las superficies de trabajo, así como también detectar las formaciones de 
biofilms que se estén desarrollando en las mismas, obteniendo resultados en tiempos cortos que 








Los objetivos del presente estudio se muestran a continuación:   
 
Objetivo general  
 
Evaluar la capacidad de formación de biofilms de diecisiete cepas de L. monocytogenes sobre 
acero inoxidable. 
 
Objetivos específicos  
 
 Formar biofilms de cepas de L. monocytogenes sobre acero inoxidable.  
 Determinar y comparar el recuento de células presentes en un biofilm mediante 
sistema TEMPO®, recuento en placa y microscopía de epifluorescencia directa 
(DEM). 
 Comparar la capacidad de formación de biofilms de todas las cepas de L. 
monocytogenes empleadas en el estudio. 
 Determinar el método más eficaz en la cuantificación del número de células que 
forman el biofilm.     
 









2. FUNDAMENTO TEÓRICO 
 
2.1.  Biofilm 
 
2.1.1. Definición  
 
En los ecosistemas naturales y manufacturados, las células bacterianas pueden existir bajo dos 
estados, planctónico y sésil. Planctónico, es decir las células son de libre flotación y están 
suspendidas en el fluido. Sésil, las células crecen en colonias y se adhieren a una superficie 
sólida, estas células son las formadoras de biofilm (Abdallah et al., 2014). Factores ambientales 
como el pH, la actividad del agua, la temperatura y la composición nutritiva del suelo 
alimentario pueden ser importantes para la transición fenotípica de las células planctónicas a la 
forma sésil (Shi y Zhu, 2009). 
 
Se ha reportado que el 99% de todas las células bacterianas existen en calidad de biofilms, y 
tan solo el 1% vive en estado planctónico (Sanclement et al., 2005; Ramadan, 2006), razón 
suficiente para seguir desarrollando e investigando esta forma predominante de las bacterias. 
 
Donlan (2002) estableció la definición más ampliamente aceptada para un biofilm, como una 
comunidad microbiana (de una o múltiples especies) sésil, conformada por células viables y no 
viables que están adheridas irreversiblemente a un sustrato (biótico o abiótico) o interfase, o unas 
con otras, encerradas en una matriz de sustancias poliméricas extracelulares (SPE) que ellas han 






2.1.2. Características   
 
El biofilm está compuesto por un 10 – 25% de células y un 75 – 90% de SPE (Watnick y 
Kolter, 2000). Dicha SPE está constituida fundamentalmente por exopolisacáridos, los que son 
producidos por los propios microorganismos presentes en el biofilm, y en menor cantidad 
contienen proteínas, fosfolípidos, ácidos teicoicos e incluso ácidos nucleicos, los que son 




Figura 1. Matriz de sustancias poliméricas extracelulares a diferentes 
dimensiones. (a) Modelo de un biofilm adherido a una superficie. (b) 
Componentes mayoritarios del biofilm: polisacáridos, proteínas y ADN. (c) 
Interacciones fisicoquímicas débiles y enlaces fuertes que otorgan estabilidad 







La matriz es muy hidratada, debido a que incorpora grandes cantidades de agua dentro de su 
estructura, llegando a representar hasta el 97% de la matriz (Donlan, 2002). Proporcionan la 
estabilidad mecánica de los biofilms, median su adhesión a las superficies y forman una red 
polimérica tridimensional cohesiva que interconecta e inmoviliza transitoriamente las células del 
biofilm (Post et al., 2004). Debido a la retención de enzimas extracelulares, se genera un sistema 
digestivo externo versátil, secuestrando nutrientes disueltos de la fase acuosa y permitiéndoles 
ser utilizados como fuentes de nutrientes y energía. La matriz también actúa como centro de 
reciclaje manteniendo todos los componentes de células lisadas disponibles. Esto incluye ADN, 
que puede representar un reservorio de genes para la transferencia horizontal de genes. La SPE 
también puede servir como una fuente de nutrientes, aunque algunos componentes de la SPE son 
lentamente biodegradables y, debido a su complejidad, la degradación completa de todos sus 
componentes requiere una amplia gama de enzimas. La matriz, en general, protege a los 
microorganismos contra la desecación, los biocidas oxidantes o cargados, algunos antibióticos y 
cationes metálicos, la radiación ultravioleta y las defensas inmunitarias del huésped. 
Ecológicamente, la competencia y la cooperación en el espacio confinado de la matriz conducen 
a una adaptación constante de la aptitud de la población (Flemming y Wingender, 2010). 
 
Los exopolisacáridos pueden estar asociados con iones metálicos y cationes bivalentes, por lo 
tanto, la matriz puede tener carga neutra o carga polianiónica, lo que les permitiría interactuar 
con distintos antimicrobianos, de forma tal que estos pueden quedar atrapados en la matriz sin 
capacidad para actuar sobre las bacterias. La producción de exopolisacáridos se ve influida por la 
calidad nutricional presente en el medio. Se ha observado que un incremento en la concentración 
de nutrientes está correlacionado con un aumento en el número de células bacterianas adheridas. 




síntesis de exopolisacáridos (Sutherland, 2001; Donlan, 2002; Post et al., 2004; Flemming y 
Wingender, 2010). 
 
Una vez que los biofilms se forman sobre una superficie de contacto, las células presentes en 
el biofilm pueden ser de 500 a 1500 más resistentes a los agentes antimicrobianos y 
desinfectantes que las células planctónicas (Hyde et al., 1998), debido a la SPE producida por 
ellas mismas (Carpentier y Cerf, 2011; Lourenço et al., 2011; Martins y Germano, 2011), además 
de ser más resistentes a las altas temperaturas y al bajo pH que las células planctónicas o libres 
(Castro-Rosas y Escartínb, 2005). Esta resistencia permitirá la persistencia del biofilm en 
superficies y equipos de contacto con los alimentos, constituyendo de esta forma una fuente 
continua de contaminación (Abdallah et al., 2014). Por otra parte, varios informes ya han 
demostrado la capacidad de las especies de bacterias para producir biofilms sobre los materiales 
comúnmente utilizados en la industria alimentaria, como el acero inoxidable, vidrio, caucho y 
poliestireno (Simões et al., 2010). Las células bacterianas en biofilms se consideran difíciles o 
incluso imposibles de erradicar. Además, la formación de biofilms en las instalaciones de la 
industria alimentaria puede desencadenar pérdidas económicas, debido al consecuente deterioro 
de los alimentos y del equipo (Bremer et al., 2006). 
 
Debido a todo ello, resulta esencial establecer procedimientos adecuados de limpieza y 
desinfección, con el fin de evitar la formación de biofilms sobre las superficies de trabajo y la 
contaminación de los productos alimenticios, causada por la propagación de los 
microorganismos que habitan en los biofilms, y que por la dinámica de los mismos llegan a 







La arquitectura de los biofilms está influenciada por diversos factores, incluyendo 
condiciones hidrodinámicas, concentración de nutrientes, motilidad bacteriana y comunicación 
intercelular, así como la presencia de exopolisacáridos y proteínas (Flemming y Wingender, 
2010). 
 
La estructura que presentan los biofilms ha sido también motivo de diversas investigaciones. 
Mediante el empleo de la microscopía se han propuesto distintos modelos que explican la forma 
que adoptan estas estructuras, así como la disposición de sus componentes dentro del biofilm 
(Agle, 2007; Kokare et al, 2008). 
 
2.1.3.1. Modelos estructurales 
 
2.1.3.1.1. Modelo de monocapa 
 
Fue la primera teoría que intentaba describir la estructura del biofilm. Es un modelo continuo, 
que describe los biofilms como lisos, planos y homogéneos (Bishop, 1997; Chmielewski y 
Frank, 2003). Además, explica la actividad química de los biofilms basados en la difusión, los 
efectos físicos del flujo, la presión y el flujo de desprendimiento en sistemas de distribución de 
agua (Bishop, 1997; Wimpenny et al., 2000). 
 
2.1.3.1.2. Modelo estructural tridimensional o multicapa  
 
El empleo del microscopio de contraste diferencial fue la base para el diseño de este modelo, 
el cual describe al biofilm como un mosaico heterogéneo con microorganismos aglomerados, 




simples: las células metabolizan sustratos, excretan, mantienen el nivel de energía, se dividen o 
mueren dependiendo de la disponibilidad de los nutrientes. Cuando la célula se divide, empuja a 
las demás hacia un lado. Cuando la célula muere, los componentes celulares son reciclados para 
ser usados como nutrientes. Para este modelo se asume que las células del biofilm tienen una alta 
afinidad entre ellas, causando que se fijen entre sí y permite explicar la incorporación de diversas 
comunidades microbianas con características propias (Wimpenny et al., 2000). 
 
2.1.3.1.3. Modelo de champiñón o tulipán  
 
Este modelo representa la teoría actual que se tiene acerca de la estructura del biofilm. Se basa 
en la evidencia provista por la microscopía de barrido confocal que permitió la visualización del 
biofilm como una estructura de champiñón o tulipán con torres, pedestales y canales de agua. La 
estructura superior del biofilm tiene forma de tallo delgado, atravesado por canales de agua. Las 
torres contienen estelas, las cuales pueden romperse y liberar células que colonizan nuevas 
superficies (Figura 2) (Chmielewski y Frank, 2003). 
 
Las torres están compuestos por microcolonias de diferentes células bacterianas, tanto 
aeróbicas como anaeróbicas, englobadas por exopolisacáridos, y separadas unas de otras por 
espacios intersticiales huecos, llamados canales de agua, que permiten el flujo de líquido y 
actúan como un sistema circulatorio primitivo para el transporte y difusión de nutrientes y 
oxígeno a las bacterias ubicadas en su interior, incluso aquellas situadas en las zonas más 
profundas del biofilm. Asimismo, constituyen un mecanismo para la remoción de productos de 
desecho metabólico (De Beer et al., 1994; Donlan, 2002). La existencia de estos canales de agua 
no impide, sin embargo, que dentro del biofilm se encuentren ambientes en los que la 




gradiente de tensión de pH y de oxígeno, siendo metabólicamente más activas las áreas 
superficiales respecto a las más profundas. En estas últimas, las bacterias deben adaptarse a una 
disponibilidad reducida de oxígeno (De Beer et al., 1994; Sanderson et al., 2006). 
 
Además, este modelo propone un crecimiento rápido de la célula en la periferia del biofilm, y 
un crecimiento lento en el interior. Los microorganismos en el interior del biofilm pueden 
competir, operar independientemente, cooperar o ser depredadores. Los nutrientes quedan 
atrapados y se concentran en la matriz del biofilm, transportándose a través de ella mediante 
difusión (Chmielewski y Frank, 2003). Por último, este modelo ha demostrado que el rango de la 
porosidad  de los biofilms maduros en la parte superior es de  89% y de 5% en la capa inferior 
(Zhang y Bishop, 1994). 
 
 









2.1.4. Proceso de formación  
 
La formación del biofilm resulta de un proceso continuo, que comienza con la adhesión 
bacteriana a una superficie hasta el desarrollo de una estructura compleja, y el desprendimiento 
de la misma, tal como se muestra en la Figura 3. 
 
El proceso de formación del biofilm puede dividirse en 5 etapas: 
 
2.1.4.1. Adhesión inicial reversible  
 
El primer paso para la formación del biofilm es la adhesión reversible de la bacteria a la 
superficie, la cual se da en un tiempo muy corto, que por ejemplo para algunas cepas de L. 
monocytogenes podría ocurrir dentro de 3 a 5 segundos (Takhistov y George, 2004). En esta 
etapa la bacteria y el sustrato experimentan interacciones débiles como las hidrofóbicas, las de 
Van der Waals y fuerzas electrostáticas (Figura 1, c). Esta primera fijación puede ser activa o 
pasiva; activa, porque el transporte de las células libres (forma planctónica) hacia la superficie 
depende de la motilidad bacteriana otorgada por los flagelos, fimbrias y pili tipo IV; pasiva, 
porque su transporte depende de factores externos como la gravedad, difusión o por la 
turbulencia del fluido circundante. Se dice que esta primera etapa es reversible porque los 
microorganismos adheridos (forma sésil) pueden separarse de la superficie y volver a sus formas 
planctónicas en cualquier momento (Stoodley et al., 2002a, b). 
 
El pre acondicionamiento de las superficies (Figura 4) es un factor que ha sido objeto de 
diversos estudios, al determinarse que contribuye positivamente en la adhesión inicial, ya que 
induce a la modificación de las características de la superficie, al adsorber iones cargados y 




previo dependerá del tipo de superficie, por ejemplo, los ácidos grasos se adhieren mejor a 
superficies hidrofóbicas y las moléculas orgánicas se adhieren mejor en superficies con alta 
energía libre como el acero inoxidable (Barnes y et al., 1999; Agle, 2007). Sin embargo, el 
estudio realizado por Berrón (2016) determinó que el pre acondicionamiento no influyó 
significativamente en la cantidad de biofilm formado por L. monocytogenes, por lo que este paso 
previo no es una regla general, sino que está influenciado por el tipo de microorganismo 
presente. 
 
2.1.4.2. Adhesión irreversible 
 
El cambio de la unión reversible a irreversible se produce como consecuencia del cambio de 
una interacción débil a una unión permanente de la bacteria con la superficie, otorgada por 
enlaces más fuertes (Figura 1, c), con la presencia de SPE producidas por los mismos 
microorganismos (Stoodley et al., 2002a, b).  
 
La fijación de la bacteria a la superficie está influenciada por las propiedades fisicoquímicas 
de la superficie, como la carga, la rugosidad, la hidrofobicidad (superficie no polar como el 
teflón y otros plásticos) e hidrofilicidad (vidrio y acero inoxidable), además de las propiedades 
de la superficie celular y la velocidad del líquido (biofilms de flujo estático/dinámico) (Kumar y 
Anand, 1998; Donlan, 2002). Se ha determinado que los genes responsables de la adhesión, 
producción de SPE y de la síntesis de las proteínas de adhesión de la célula son activados en 
respuesta al estímulo ambiental (estrés y falta de nutrientes) y del quorum sensing (Chmielewski 





Generalmente las superficies con mayor energía libre e hidrofílicas, como el acero inoxidable 
y el vidrio, permiten una mejor adhesión bacteriana (Bos et al., 2000). La carga que presenta la 
superficie de las bacterias es negativa, lo que hace que se muestren como partículas hidrofóbicas; 
sin embargo, su hidrofobicidad decrecerá cuando lo haga su tasa de crecimiento, por lo que se 
incrementará la adhesión a superficies hidrofílicas cuando la bacteria se encuentran en su mayor 
actividad metabólica. Estudios diversos muestran que esa carga negativa de la superficie de la 
bacteria es proporcionada en parte por los lipopolisacáridos presentes en su membrana, por lo 
que si una bacteria es deficiente de este componente en su membrana reducirá su grado de 
hidrofobicidad, y por lo tanto su capacidad para adherirse a superficies hidrofílicas se verá 
afectada (Daved y O‘Toole, 2000). 
 
2.1.4.3. Formación de microcolonias  
 
Simultáneamente con la producción de SPE, la acumulación y el crecimiento de los 
microorganismos adheridos conduce a la formación de microcolonias, donde el enlace entre las 
bacterias y el substrato se fortaleció y la colonia se estabilizó (Donlan, 2002). Dicha acumulación 
estimula el reclutamiento de células planctónicas del medio circundante como resultado de la 




La maduración del biofilm está referida al desarrollo de un ecosistema altamente organizado y 
de una estructura tridimensional (estructuras 3D), que puede ser plana o en forma de hongo 
(Chmielewski y Frank, 2003). Durante la maduración, los biofilms desarrollan una estructura 




de 10 días o más (Stoodley et al., 2002a, b), donde diferentes procesos tienen lugar (es decir, la 
alteración de los genes que codifican las proteínas implicadas en la traducción, metabolismo, 
transporte de membrana y/o secreción y la regulación de genes). La maduración del biofilm se 
alcanza cuando estas estructuras son atravesadas por canales de agua o poros, que aseguran el 
intercambio de nutrientes y metabolitos, además de la eliminación de desechos bacterianos. La 
acumulación neta de biomasa en un biofilm maduro depende del crecimiento y del 




La última etapa en el ciclo de formación del biofilm es la dispersión, donde las células sésiles 
pueden volver a sus formas planctónicas. Las causas potenciales de la disgregación de los 
biofilms son diferentes: (a) perturbación externa, tal como el aumento de la cizalladura del 
fluido; (b) procesos internos de biofilm, tales como degradación enzimática endógena; (c) 
liberación de SPE o proteína de unión a la superficie; (d) el hambre y la necesidad de buscar 
nuevos ambientes ricos en nutrientes (Stoodley et al., 2002a, b; Kaplan et al., 2003). Al margen  
del origen de la causa, el desprendimiento puede definirse como un proceso activo que permite la 
colonización de nuevos nichos por parte de las células liberadas. Las células pueden liberarse de 
forma individual o en bloques, en ésta última forma se cree que las células que la integran siguen 
aún preservando sus características que presentaban cuando eran parte del biofilm (Figura 4) 






Figura 3. Representación esquemática del proceso de formación del biofilm. (1) Adhesión 
inicial, (2) adhesión irreversible, (3) desarrollo de microcolonias por proliferación, (4) 




Figura 4. Proceso de formación del biofilm, con previo acondicionamiento 





2.1.5. Factores que intervienen en su formación  
 
Como se ha ido mencionando anteriormente, el desarrollo del biofilm al ser un proceso 
complejo es afectado por varios factores, tales como las condiciones ambientales (pH, 
concentración de NaCl, disponibilidad de nutrientes, temperatura, proteínas del 
huésped/adhesinas y la dinámica de fluidos), las características físicas de las superficies (energía 
libre, química, topografía y fisicoquímica), que juegan un papel importante en la fijación inicial 
de las células, y los factores microbiológicos (Gram negativo/positivo, forma microbiana, 
estructura, composición molecular, fisicoquímica, fase de crecimiento, edad, presencia de 
flagelos, pili, cápsulas o sustancias exopolímeras) (Folsom et al., 2006; Valderrama y Cutter, 
2013).  
 
La alta energía libre y las superficies húmedas promueven la adhesión bacteriana, teniendo así 
que las superficies hidrófilas (acero inoxidable, vidrio, etc.) favorecen la adhesión celular en 
comparación a las superficies hidrófobas (caucho de nitrilo y otros plásticos). El 
acondicionamiento de la superficie también juega un papel clave en la velocidad de fijación 
bacteriana, las superficies podrían estar cubiertas por una película de moléculas orgánicas tales 
como proteínas o sustancias poliméricas producidas por bacterias. Finalmente, las propiedades 
fisicoquímicas de las superficies celulares son un aspecto importante en la adhesión bacteriana 
activa, las superficies de la mayoría de las células bacterianas están cargadas negativamente y 
esto mantiene a las células a una corta distancia de la superficie debido a una fuerza repulsiva 
electrostática. La superficie celular es capaz de reducir esta fuerza repulsiva gracias a su 
hidrofobicidad, que se debe a la presencia de fimbrias, flagelos y lipopolisacáridos (LPS). Se 




repulsión electrostática inicial, aunque muchas proteínas superficiales también han sido 
señaladas como partícipes en la unión inicial (Latasa et al., 2005). 
 
Los efectos que causan todas las variables mencionadas sobre la adhesión bacteriana y la 
posterior formación del biofilm no son únicos, ya que pueden diferir entre las cepas y serotipos, 
además de la presencia de otras bacterias. Es importante mencionar que en la industria 
alimentaria el desarrollo del biofilm está influido también por la frecuencia de los regímenes de 
saneamiento (Cappitelli et al., 2014). Whitehead y Verran (2015) realizaron un informe más 
detallado sobre los factores que afectan la formación y la arquitectura del biofilm microbiano en 
la industria alimentaria. 
 
2.1.6. Comunicación bacteriana dentro del biofilm (Quorum sensing) 
 
La unión de los microorganismos a una superficie y la posterior formación de un biofilm 
necesitan que las bacterias se cercioren que han efectuado contacto. Para lograrlo requieren de 
señales químicas coordinadas que les permitan comunicarse entre ellas. El desarrollo de 
interacciones célula a célula se facilita por la estrecha proximidad existente entre las bacterias 
presentes en el biofilm. Esta interrelación, vía mensajeros de pequeñas moléculas, denominada 
quorum sensing (QS), beneficia a la bacteria al permitirle sentir la presencia de microorganismos 
vecinos, determinar la densidad de la población existente y responder a eventuales condiciones 
cambiantes. El proceso QS funciona debido a que cada bacteria que se une a una superficie 
produce una molécula señal que pone aviso de su presencia, de manera tal que mientras más 
bacterias se unen, se incrementa la concentración local de esta señal. Una vez logrado esto, se 
inducen diferentes fenómenos en la bacteria, para finalmente desencadenar la diferenciación del 




microorganismos del mismo género, de acuerdo a su número (Donlan, 2002; Post et al., 2004; 
Sanclement et al., 2005). 
 
QS o autoinducción es un mecanismo de comunicación intercelular bacteriana, mediante el 
cual las bacterias coordinan los comportamientos individuales y grupales, incluyendo la 
maduración del biofilm y la posterior dispersión (Muller et al., 2007). La QS depende de la 
acumulación, liberación y detección sincronizada de moléculas de señal extracelular, llamadas 
autoinductores (AIs), por grupos de bacterias existentes a altas densidades celulares. Mediante la 
regulación de la expresión génica, los AIs conducen diversos procesos, incluyendo el desarrollo 
del biofilm, la acumulación de factores de virulencia, la producción de antibióticos y la 
bioluminiscencia (Verma y Miyashiro, 2013). 
 
2.1.7. Presencia de biofilm en las instalaciones de procesado de alimentos  
 
El primer informe publicado sobre biofilm bacteriano transmitido por los alimentos está 
relacionado con la adhesión de Salmonella a las superficies en contacto con los alimentos, pero 
también se documentó la persistencia de otros patógenos en las instalaciones alimentarias como 
L. monocytogenes, Yersinia enterocolitica, Campylobacter jejuni, Escherichia coli O157: H7, 
entre otros (Waak et al., 2002; Aarnisalo et al., 2007). 
 
El problema de la presencia de biofilms ha abarcado un amplio espectro de las industrias 
alimentarias, este problema se ve incrementado cuando las operaciones de limpieza y 
desinfección son inadecuadas, haciendo a los microorganismos más resistentes para ser 
eliminados (Shi y Zhu, 2009; Srey et al., 2013). Los programas de higienización que presenten 




superficies de los equipos, lo que resulta en la formación de biofilms, provocando una 
contaminación post-procesado y reduciendo la vida útil de los alimentos elaborados (Mattila et 
al., 1990). Se ha observado que las principales fuentes que participan en la acumulación de 
biofilms son los suelos, las tuberías de aguas residuales, cintas transportadoras, superficies de 
acero inoxidable, materiales de caucho y sellos de teflón (Blackman y Frank, 1996). 
 
Las superficies con defectos, grietas, poros o articulaciones son las más propensas a 
permanecer con suciedad, de manera que proporcionan a los microorganismos de un excelente 
medio de cultivo para la formación de biofilms. Otros aspectos de diseño de los equipos, las 
soldaduras o las esquinas también son importantes factores que pueden estimular la formación de 
biofilms (Taylor et. al., 1998). 
 
A pesar de las mejoras en el diseño de la planta, el diseño del equipo y los procedimientos 
para la limpieza y desinfección, el fenómeno de los biofilms en la industria alimentaria es 
todavía poco comprendido y controlado (Liu et al., 2015). 
 
2.1.8. Detección y cuantificación de biofilm 
 
El grado en que las células se unen inicialmente a una superficie y la cantidad de biofilm 
producido se han estudiado mediante métodos directos e indirectos (Djordjevic et al., 2002). Los 
métodos indirectos que han sido empleados son la tinción con cristal violeta sobre una placa de 
microtitulación (Stepanović et al., 2000), ensayos de inmuno-absorción ligado a enzimas 
(Wakimoto et al., 2004), reacción en cadena de la polimerasa (Lau et al., 2004) y el análisis de 
electroforesis en gel con gradiente desnaturalizante (An y Friedman, 2000), en el que la 




método de recuento en placa (método tradicional) y los métodos químicos. En algunos métodos 
indirectos los biofilms se disgregan por procedimientos mecánicos tales como vórtex, sonicación 
y raspado, ello con el objetivo de poder contar las células que la conforman. Los métodos 
directos son las técnicas microscópicas como la microscopía de epifluorescencia directa (DEM), 
la microscopía electrónica de barrido (SEM) y la microscopía confocal de barrido por láser 
(CLSM).  Estas técnicas permiten la cuantificación directa del número de células y su ubicación 
dentro de los biofilms, el tamaño de las células y la morfología (Daims y Wagner, 2007), la 
viabilidad de las células (Tawakoli et al., 2013), la cantidad de la sustancia polimérica 
extracelular y su distribución, además de la reconstrucción tridimensional de los biofilms (Zang 
y Fang, 2001). 
 
En el método de recuento en placa, el empleo de las fuerzas mecánicas como la agitación, 
sonicación y el raspado de superficies, son necesarias para poder desprender las células presentes 
en el biofilm y adheridas a la superficie. Posteriormente a este proceso, resulta necesario cultivar 
las células desprendidas empleando diferentes medios de cultivos. Sin embargo, la cuantificación 
de las células presentes en el biofilm es difícil de realizar, debido a que éstas se adhieren 
fuertemente a las superficies y la acción mecánica no logra desprender todas las células. Otro 
inconveniente, es que el recuento en placa solo mide el número de células vivas capaces de 
crecer en el agar elegido; además, la obtención de resultados es lenta, ya que no se obtiene hasta 
las 48 horas como mínimo. En el caso de resultados no satisfactorios, no es posible adoptar 
medidas correctoras inmediatas, por lo que desde este punto de vista, no son útiles para ejecutar 
un plan de vigilancia (Fuster i Valls, 2006). Se ha informado de que los ultrasonidos 
proporcionan una herramienta adecuada para el muestreo de superficies biológicamente 




aproximadamente 10 veces el número de células adheridas a la superficie en comparación con el 
frotis (Donlan y Costerton, 2002). 
 
Los métodos químicos utilizados en la evaluación de la formación de biofilm son métodos 
indirectos basados en la utilización o producción de compuestos específicos, por ejemplo, 
carbono orgánico, oxígeno, polisacáridos, enzimas y proteínas, o sobre el contenido de adenosín 
trifosfato (ATP). El método ATP por bioluminiscencia detecta la energía celular, representando 
el número de células con actividad metabólica de una muestra, por lo que proporciona 
información del número de células vivas en el biofilm (Baker, 1992). 
 
Las técnicas microscópicas como la microscopía de epifluorescencia directa (DEM), la 
microscopía electrónica de barrido (SEM) y la microscopía confocal de barrido por láser 
(CLSM), son herramientas muy informativas en la investigación de biofilms y en estudios de 
higiene. La SEM se ha utilizado para identificar estructuras de biofilm, pero no proporciona 
datos cuantitativos para el análisis estadístico. Con esta técnica se realizaron las primeras 
investigaciones para la observación de biofilms, utilizando disolventes (alcohol, acetona y 
xileno) para deshidratar las muestras gradualmente antes del examen, ya que el agua de 
hidratación no es compatible con el vacío utilizado por el haz de electrones y produciría la 
consiguiente distorsión de la imagen de la muestra. El desarrollo la CLSM en la década de 1980, 
permitió examinar biofilms in situ, aunque a menor aumento, pero sin las limitaciones de uso del 
microscopio electrónico de barrido. De este modo, la limitación de la resolución fue compensada 







2.1.8.1. Microscopía de fluorescencia  
 
La microscopía de fluorescencia es uno de los métodos directos más utilizados para la 
observación de biofilms. Este tipo de microscopía emplea un colorante fluorescente 
(fluorocromo) que permite detectar moléculas que fluorescen (componente fluorescente) al 
absorber luz de onda corta y remitir una luz de longitud de onda mayor (Ríos Castillo, 2013).  
 
La principal ventaja de la microscopía de fluorescencia es la distribución espacial de las 
células en la muestra y la posibilidad de observar su viabilidad. Sin embargo, la imagen es 
bidimensional y observar los biofilms de forma tridimensional se consigue con el uso de la 
microscopía confocal (Maukonen et al., 2003).  
 
Existen dos tipos de microscopios de fluorescencia, según su trayectoria óptica (Figura 5): 
 
2.1.8.1.1. Microscopio de fluorescencia de luz transmitida  
 
Estos microscopios presentan un haz de luz que atraviesa un lente condensador y lo concentra 
sobre la muestra para obtener una iluminación óptima de la misma (Takeuchi y Frank, 2001).  
 
2.1.8.1.2. Microscopio de epifluorescencia directa 
 
Estos microscopios presentan más ventajas que los microscopios de luz transmitida, al 
presentar una luz de alta intensidad y dos sistemas de filtros. El primer filtro concentra la luz, 
dejando pasar solo la longitud de onda que excita a las moléculas fluorescentes (fluorocromos) 
que se quiere visualizar, antes de incidir sobre la muestra. La luz emitida por la muestra 
(reflejada y fluorescente) atraviesa un segundo filtro que selecciona la longitud de onda de 




luminosas sobre un fondo oscuro cuando son observadas por los oculares del microscopio. Así 
mismo, un sistema de análisis digital de imágenes en un sistema acoplado al microscopio de 
epifluorescencia es una herramienta eficiente que puede ser utilizado para evaluar de forma 
cualitativa y cuantitativamente la biomasa, dimensiones y parámetros morfológicos básicos de 
las bacterias y los biofilms (Takeuchi y Frank, 2001). 
 
 
Figura 5. Trayectoria de la luz a través de un microscopio de fluorescencia de luz 






Los componentes principales del microscopio de epifluorescencia se describen a continuación 
(Herman, 1998) (Figura 5). 
 
 Primer filtro de corte o filtro de excitación: Es el filtro que selecciona la luz de la 
longitud de onda incidente. 
 Espejo de ranuras ordenadas o espejo dicroico: Se trata de un espejo que tiene la 
propiedad de reflejar la luz de ciertas longitudes de onda y de dejar pasar otras. 
 Segundo filtro de corte o filtro de emisión: Es el filtro que selecciona la luz de 
longitud de onda fluorescente. 
 
Las posibles fuentes de luz corresponden a lámparas halogenadas de tungsteno, mercurio de 
alta presión, xenón, combinación de lámparas o láser de mercurio y xenón, capaces de emitir la 
energía de la excitación en diversas longitudes de onda. La excitación máxima de la 
fluorescencia ocurre cuando el pico de la longitud de onda de luz está cerca del límite de 
absorción de la molécula fluorescente (Herman, 1998). 
 
Cabe mencionar que esta técnica es empleada actualmente como parte de un análisis para 
investigación o en caso de detectarse un problema específico que necesite su empleo, pero aún 
no se ha implementado como una técnica de rutina para el control del estado sanitario de 
superficies alimentarias, como sí lo es la técnica de Recuento en placa (método tradicional) o el 
Sistema TEMPO® en una menor proporción, debido a su mayor costo.    
 
2.1.8.1.3. Principio de fluorescencia 
 
La fluorescencia es una característica intrínseca de algunos átomos y moléculas que tienen la 




onda más fuerte el punto larga. Cada átomo o molécula fluorescente puede absorber solamente 
ciertas longitudes de onda de la luz. Tras absorber un fotón de energía, el electrón de una 
molécula fluorescente se excita y pasa a un nivel de energía y vibración más alto (Herman, 
1998). 
 
El electrón cargado de energía cuando vuelve al estado energético normal se produce una 
pérdida de energía vibratoria en el ambiente produciéndose la emisión de un fotón de luz de una 
longitud de onda más alta. Si un componente de este tipo es iluminado a su longitud de onda 
absorbente y visualizada a través de un filtro que sólo permita pasar la luz de longitud de onda 
igual a la de la luz emitida, el componente aparece brillante sobre un fondo oscuro. Algunas 
moléculas son autofluorescentes y emiten fluorescencia cuando están excitadas. Este fenómeno 
se llama fluorescencia primaria (Takeuchi y Frank, 2001). 
 
La fluorescencia secundaria representa la emisión producida después de que una molécula se 
combine con una molécula fluorescente primaria denominado fluorocromo. La intensidad y el 
color de la luz es una propiedad característica de la molécula fluorescente utilizada (Takeuchi y 
Frank, 2001). 
 
2.1.8.1.4. Evaluación de la viabilidad de los microorganismos 
 
Resulta trascendental evaluar el estado vital de los microorganismos para aplicaciones como 
la detección y enumeración de bacterias alterantes de los alimentos, la evaluación de la eficacia 
de inactivación de un tratamiento, el control de cultivos estárter, la biodegradación, etc. Las 
células viables están definidas como aquellas capaces de desarrollar todas las funciones 




la capacidad que tienen las células en reproducirse es considerado como el signo de viabilidad 
por antonomasia y el método de recuento en placa es el más utilizado para evidenciarlo. No 
obstante, como ya se mencionó anteriormente este método es largo en cuanto a la obtención de 
resultados y además, los microorganismos muertos, con lesiones subletales, en estado viable pero 
no cultivables (VBNC), durmientes o inactivas, no son capaces de formar colonias y no se tienen 
en cuenta. Por otro lado, el recuento en placa de células viables tiene otras limitaciones, tal como 
la presencia de agregados bacterianos que se observan como una sola colonia, la presencia de 
sustancias inhibidoras producidas por flora competidora, así como la composición del medio de 
cultivo. Todos estos factores pueden producir un falso resultado que, en general, se traduce en 
una infraestimación del recuento microbiano (Breeuwer y Abee, 2000). 
 
Para que un microorganismo viable pueda sobrevivir, los elementos esenciales y necesarios 
que han de presentar son: la membrana citoplasmática esté intacta, que se transcriba el DNA, y 
traducir del RNA, generar energía (ATP) para mantener el metabolismo, biosíntesis de proteínas, 
ácidos nucleicos, polisacáridos y otros componentes celulares; y, finalmente, crecer y 
multiplicarse (Fuster i Valls, 2006). 
 
Las tinciones de viabilidad presentan ventajas interesantes como: sensibilidad, resolución 
inmediata, y posibilidad de analizar las células individualmente gracias a un programa de análisis 
de imagen. La combinación de estas técnicas con los grandes avances en el desarrollo de nuevas 
pruebas ópticas como el DEM y las enormes mejoras en las posibilidades técnicas de analizar el 
nivel de fluorescencia celular, facilitan comprender por qué la aplicación de pruebas 






 Tinciones fluorescentes para determinar la integridad de membrana 
El azul de metileno y el rojo Congo son tinciones biológicas que se han venido empleando 
desde principios del siglo XX, con el objetivo de determinar la integridad de la membrana 
(Breuwer y Abee, 2000). El principio general de estas tinciones se basa en que las células con la 
membrana plasmática intacta no se tiñen. Sin embargo, las células con la membrana celular 
dañada permiten la entrada de los colorantes, y el resultado es que la célula queda teñida. El uso 
de tinciones de ácidos nucleicos como son el yoduro de propidio (PI), bromuro de etidio (EB), 
PO-PRO™-3 iodine, y SYTOX® Green son sustancias que permiten evaluar la viabilidad 
basándose en el mismo principio. Entre estas sustancias, el PI es la que más comúnmente se 
utiliza. Esta sustancia se comercializa en forma de kits, como por ejemplo el kit ‗‗Live/Dead® 
BacLight Bacterial Viability Kit‘‘ (Molecular Probes, Oregon, USA). El kit proporciona dos 
fluorocromos que se fijan al ácido nucleico de la célula: el SYTO® 9 y el PI. Las células con la 
membrana plasmática intacta son permeables al SYTO® 9 pero no al PI, por lo tanto, se teñirán 
de color verde. Las células que tienen la membrana plasmática dañada penetran los dos 
colorantes, así el PI reduce el SYTO® 9 y por lo tanto tiñe las bacterias de color rojo (Maukonen 
et al., 2000). 
 
2.1.8.2. Análisis de imagen  
 
Desde la década de 1970, los instrumentos comerciales de análisis de imágenes han estado 
disponibles para el recuento de colonias bacterianas. Sin embargo, también es posible analizar la 
estructura y actividad de estos agregados (colonias o biofilms), que son comunes en la naturaleza 




El análisis de imagen es ahora un complemento bien establecido de la microscopía óptica, que 
permite la cuantificación rutinaria de las observaciones microscópicas (Colin y Gopal, 1996). 
 
Recientemente, el análisis de imágenes se ha convertido en un accesorio invaluable para tal 
cuantificación porque reduce la subjetividad y permite la automatización. La disminución rápida 
de los costes informáticos ha hecho que el análisis de imágenes sea más práctico, y ahora es 
rutinario en varias aplicaciones de tecnología celular (Colin y Gopal, 1996). 
 
Los sistemas de análisis de imágenes más baratos están incorporados a los ordenadores 
personales. Pueden capturar una imagen, típicamente de una cámara de vídeo montada en un 
microscopio, y pueden ser programadas para extraer o mejorar características de interés de los 
microorganismos (un proceso denominado procesamiento de imágenes). Las mediciones 
posteriores (análisis de imagen) se implementan en un software. Un mejor rendimiento a un 
costo más alto puede obtenerse mediante un hardware más sofisticado dedicado a las operaciones 
de procesamiento y análisis (Colin y Gopal, 1996).  
 
2.1.9. Control      
 
Controlar la formación de biofilm resulta todo un reto para la industria alimentaria, ya que no 
es una tarea fácil; sin embargo, limitar la disponibilidad de nutrientes y agua, además de 
controlar la temperatura y contar con un procedimiento de limpieza bien diseñado, resulta el 
primer paso para prevenir su formación (Chmielewski y Frank, 2003). Eliminar aquellos biofilms 
que se han adaptado al estrés ambiental generado por los métodos rutinarios de limpieza y 
desinfección resulta extremadamente desafiador. La estrategia de control más empleada aún 




químicos tales como compuestos de amonio cuaternario. Se tienen otras estrategias alternativas 
para controlar la formación de biofilm, los que incluyen el uso de quitosano, bacteriófagos, 
probióticos, ácidos orgánicos, extractos de plantas, bacteriocinas, lisozima, ácido 
etilendiaminotetraacético (EDTA) y aceites esenciales tales como canela (Sandasi et al., 2010; 
Oliveira et al., 2012).  
 
Se dispone de una amplia gama de antimicrobianos químicos para la industria alimentaria, 
entre los cuales los desinfectantes a base de cloro son los más utilizados, y presentan acción 
bactericida de amplio espectro (Yang et al., 2016). Para ser un desinfectante eficaz contra los 
biofilms, debe demostrarse una reducción de 3 unidades logarítmicas como mínimo (Somers y 
Wong, 2004). Norwood y Gilmour (2000) determinaron que para una reducción sustancial de L. 
monocytogenes en un biofilm de especies mixtas, se requiere una concentración de cloro 100 
veces mayor que para un cultivo planctónico (1000 ppm y 10 ppm, respectivamente). El efecto 
que pueda tener cualquier desinfectante frente al biofilm será afectado, entre otros factores, por 
el tipo de superficie. Poimenidou et al. (2016) determinaron que el biofilm formado por 
diferentes cepas de L. monocytogenes sobre poliestireno fueron más tolerantes a desinfectantes 
como el ácido peracético y compuestos de amonio cuaternario, que los biofilms formados sobre 
acero inoxidable. 
 
Se han realizado estudios sobre el efecto de los aceites esenciales en los biofilms bacterianos. 
Oliveira et al. (2010) informaron una reducción del 100% (5.64 log UFC/cm²) de biofilms 
listeriales sobre superficies de acero inoxidable usando una combinación de aceites esenciales de 
plantas de Cymbopogon citratus y Cymbopogon nardus, y soluciones desinfectantes (etanol y 




canela dio como resultado una reducción de 2.54 log en el número de células listeriales sésiles 
sobre una superficie de acero inoxidable (Oliveira et al., 2012). 
 
El quitosano se ha empleado raramente como desinfectante rutinario en la industria 
alimentaria, pero podría utilizarse como agente antimicrobiano en asociación con materiales 
poliméricos de envasado de alimentos (Fernández-Saiz et al., 2010; Friedman y Juneja, 2010). 
Tsai et al. (2002) informaron que el quitosano tiene actividad antimicrobiana en mariscos contra 
A. hydrophila, L. monocytogenes, S. typhimurium, etc, por lo que éste compuesto podría ser un 
prometedor agente natural en la erradicación de biofilms transportados por los mariscos. Se ha 
detectado que el biofilm formado por L. monocytogenes a bajas temperaturas es más resistente al 
quitosano que si se hubiese formado a una temperatura mayor (Puga et al., 2016). Sin embargo, 
Roller y Covill (1999) manifestaron que el principal obstáculo del quitosano para tal uso es la 
baja solubilidad en agua.  
 
El control biológico mediante el uso de bacteriófagos se considera actualmente una técnica 
prometedora respecto a la eliminación de biofilms. Estos bacteriófagos son ampliamente 
reconocidos como predadores naturales de microorganismos y muy específicos, además de ser 
inofensivos para las células de mamíferos (Chibani-Chennoufi et al., 2004; Guenther et al., 
2009). Por lo tanto, son diferentes enfoques antimicrobianos tradicionales utilizados 
ampliamente por la industria alimentaria, ya que estas últimas atacan indiscriminadamente a 
otras bacterias normales y beneficiosas (Sadekuzzaman, 2016). Varios estudios han reportado la 
efectividad de preparaciones de bacteriófagos tales como ListShield contra L. monocytogenes 
presentes en los alimentos (Hong et al., 2015). Soni y Nannapaneni (2010) informaron que el 




log UFC/cm² en superficies de acero inoxidable. Sin embargo, son muy pocos los estudios que 
han examinado la eficacia de las preparaciones de fagos frente a las biofilms presentes en los 
alimentos y las superficies de contacto con los mismos (Sadekuzzaman, 2016). 
 
Por último, Høiby et al. (2010) sugirieron que el uso de enzimas, como la DNAsa y la aliasina 
de alginato, podrían ayudar a reducir los biofilms disolviendo su matriz de exopolisacáridos y 
aumentando así la susceptibilidad de los microorganismos inmersos en el biofilm a los 
antibióticos.  
 
Si bien la mayoría de estos métodos alternativos muestran resultados interesantes respecto al 
control y la eliminación de biofilms, éstos enfoques tienen aún una eficacia limitada, son menos 
rentables y la mayoría de las técnicas son prácticamente inadecuadas para implementar en la 
industria alimentaria como controladores y erradicadores rutinarios de los biofilms formados 
(Sadekuzzaman, 2016). 
 
2.1.10.    Bacterias formadoras de biofilm  
 
Cualquier tipo de microorganismos, incluyendo aquellos que causan deterioro y 
enfermedades, podrían forman un biofilm (Parsek y Singh, 2003). 
 
2.1.10.1. Patógenos implicados 
 
La formación de biofilms es, como ya se ha indicado, un problema de seguridad alimentaria, 
puesto que pueden alojar diferentes especies o cepas patógenas (Shi y Zhu, 2009; Srey et al., 
2013). Los primeros que describieron la adhesión de una bacteria de transmisión alimentaria a 




Salmonella. Hasta la actualidad, muchos investigadores han estudiado la capacidad de los 
patógenos para formar biofilms en las instalaciones de la industria alimentaria, entre ellos 
resaltan L. monocytogenes  (Herald y Zottola, 1988), Yersinia enterocolitica (Herald y Zottola, 
1988), C. jejuni (Kuusela et al., 1989) y E. coli O157:H7 (Dewanti y Wong, 1995), entre otros. 
Más adelante, se identificaron a Bacillus cereus, Shigella spp., S. aureus (Sharma y Anand, 
2002), Vibrio spp. (Bagge-Ravn, 2003) y C. sakazakii (Iversen et al., 2004) como habitantes de 
biofilms. Por lo general, los biofilms no están compuestos por una única bacteria sino por varias, 
interaccionando tanto biológica como espacialmente en función de las especificidades de cada 
una de las subpoblaciones presentes (Hernández Puga, 2016). 
 
2.1.11.   Relación entre la formación de biofilm y la persistencia 
 
El concepto de persistencia, que implica el muestreo recurrente, se ha utilizado para describir 
el h3echo de que algunas cepas se encuentran repetidamente durante largos períodos de tiempo 
(meses o años) en el mismo sitio, mientras que otras (transitorias) aparecen sólo ocasionalmente. 
La base de la persistencia en las plantas alimenticias permanece sin embargo esquiva y quizás 
haya más que un solo mecanismo que lo explica. La mayor tolerancia antimicrobiana ha sido 
descartada como causa principal (Lourenço et al., 2009). Buena capacidad para formar biofilms 
fue otra hipótesis (Moretro y Langsrud, 2004), pero no hay consenso a este respecto. Algunos 
autores han encontrado mayor adherencia a corto plazo en cepas persistentes (Norwood y 
Gilmour, 1999). Otros autores, sin embargo, han observado que tanto las cepas persistentes como 
las no persistentes han alcanzado densidades celulares similares al extender los tiempos de 




Al analizar una posible relación entre la persistencia y la formación de biofilm, debe 
recordarse que las células del biofilm son heterogéneas. Pueden reaccionar de manera diferente 
al mismo tratamiento, ya que difieren en su posición y fisiología dentro de la estructura de la 
matriz (Costerton, 2007; Flemming y Wingender, 2010).  
 
Algunos estudios sugirieron que las bacterias persistentes son genéticamente distintas de las 
transitorias (Wulff et al., 2006; Holch et al., 2013). Basándose en esta hipótesis, muchos estudios 
se centraron en buscar la presencia o ausencia de genes específicos para explicar la capacidad de 
persistir (Mazza et al., 2015). Los estudios han demostrado por tipificación molecular que todas 
las cepas persistentes pertenecían al mismo grupo genético (Wulff et al., 2006), correspondiente 
al complejo clonal CC121 (Holch et al., 2013).  
 
Para otros autores, la persistencia bacteriana es un evento estocástico que no puede explicarse 
por características genéticas específicas (Carpentier y Cerf, 2011; Ferreira et al., 2014; 
Stasiewicz et al., 2015). Sobre la base de esta hipótesis, las bacterias persisten porque pueden 
adherirse a las superficies, estar protegidas en nichos de retención, crecer y adaptarse a las 
condiciones de estrés. A veces se explica que las bacterias son persistentes porque son más 
sésiles que las bacterias no persistentes (Norwood y Gilmour, 1999; Borucki et al., 2003; Wang 
et al., 2015), pero esta diferencia es discutida (Djordjevic et al., 2002). Otros resultados sugieren 
que las cepas pueden persistir porque son más resistentes a los productos químicos utilizados 
(Aase et al., 2000). Sin embargo, la diferencia en la sensibilidad a los desinfectantes entre 
bacterias persistentes y transitorias no siempre se demuestra (Lourenço et al., 2009; Wang et al. 





2.2.  Listeria monocytogenes 
 
2.2.1. Generalidades y características  
 
Esta bacteria pertenece al género Listeria, la cual engloba un total de ocho especies 
reconocidas (Velge y Roche, 2010; Bakker et al., 2010), siendo las especies: L. monocytogenes, 
L. innocua, L. seeligeri, L. welshimeri, L. grayi y L. ivanovii (Vásquez-Boland et al., 2001) 
conocidas anteriormente, y las dos últimas: L. rocourtiae (Leclercq et al., 2010) y L. marthii 
(Graves et al., 2010), nuevas especies que han sido descritas. Sin embargo, solo dos de ellas son 
patógenas: L. ivanovii que se considera patógena para los animales, y L. monocytogenes, que se 
considera la única patógena para el humano, aunque también es patógena para los animales 
(Vásquez-Boland et al., 2001; Velge y Roche, 2010; Bakker et al., 2010; Leclercq et al., 2010).  
 
L. monocytogenes es una bacteria ubicua, es decir, se encuentra ampliamente distribuida en la 
naturaleza, habiéndose aislado a partir del suelo, material vegetal alimentario, ensilaje y de las 
aguas superficiales, pero particularmente de los ambientes de procesado de alimentos, 
especialmente en locales refrigerados, aunque estos se limpien y desinfecten rutinariamente 
(Carpentier y Cerf, 2011; Ferreira et al., 2014), convirtiéndose responsable de numerosos brotes 
alimentarios (Waak et al., 2002; Freitag et al., 2009). Es también un residente transitorio del 
tracto intestinal en seres humanos, siendo el 2 - 10% de la población general portadora del 
microorganismo sin consecuencias aparentes para la salud (Buchanan et al., 2017). Su entrada en 
las plantas de procesamiento de alimentos puede ocurrir a través de muchas rutas diferentes, 
desde materias primas hasta superficies de contacto en las instalaciones o equipos de los 
trabajadores (Moretro y Langsrud, 2004). Siendo un contaminante habitual de alimentos listos 




y leche no pasteurizada (O'Connor et al., 2010; Pesavento et al., 2010). Además, en los alimentos 
comerciales, la presencia de L. monocytogenes y otros Listeria spp. no suele ser debido a fallas 
en la limpieza y desinfección, sino a la contaminación cruzada en el ambiente de post-
procesamiento (Latorre et al., 2010). 
 
Este patógeno mesófilo, tiene forma de bastoncillo, es Gram-positivo, catalasa negativo, 
anaerobio facultativo, no esporulante y psicrótrofo (Wilks et al., 2006). Su capacidad de 
sobrevivir a las bajas temperaturas (0.4 – 45°C) con un óptimo de 30ºC, bajo pH (4.6 - 9.5), en 
una actividad de agua tan baja como 0.92, altas concentraciones de sal (10 - 20%) (Herald y 
Zottola, 1988; Liu, 2006; Gandhi y Chikindas, 2007), exposición a la radiación UV y a la 
desecación, contribuyen a que pueda persistir en los entornos del procesamiento de alimentos y 
contaminar así los productos alimenticios (Gandhi y Chikindas, 2007; Slama et al., 2012). 
 
L. monocytogenes tiene la capacidad de adherirse y formar biofilms sobre las superficies de 
trabajo y equipos de procesamiento de alimentos, donde se acumulan los residuos de alimentos 
(Gandhi y Chikindas, 2007). Este es un mecanismo de resistencia potencial a agentes 
antimicrobianos, biocidas y calor (Cloete, 2003). La resistencia de las bacterias unidas, hacia los 
biocidas se ha asociado principalmente con la protección mecánica debido a la síntesis de 
exopolisacáridos (EPS) y los nutrientes circundantes, o con factores fisiológicos intrínsecos, tales 
como la adaptación de las células del biofilm a las tensiones, por ejemplo, ácido, estrés 
oxidativo, inanición, etc. (Somers y Wong, 2004; Pan et al., 2006). 
 
Una serie de estudios sobre materiales comúnmente utilizados en instalaciones y locales de 
alimentos han demostrado la presencia de L. monocytogenes (Moretro y Langsrud, 2004), 




alimentos , tal como poliestireno usado por ejemplo como material de construcción en los 
desagües; politetrafluoroetileno, PTFE, (Chavant et al., 2002) utilizados en cintas 
transportadoras; acero inoxidable (Kalmokoff et al., 2001) utilizado en casas de humo o 
ahumadores; poliéster (Blackman y Frank, 1996) utilizado como sellador de suelo; caucho 
(Ronner y Wong, 1993) utilizado en juntas y vidrio (Borucki et al., 2003); vidrio y teflón 
(Meyer, 2003; Renier et al., 2011). Sin embargo, el grado en que L. monocytogenes se adhiere a 
estos materiales difiere en cada tipo. 
 
L. monocytogenes dentro del biofilm es reacia a los tratamientos de limpieza y desinfección 
convencionales y, en consecuencia, persiste en las instalaciones durante largos periodos de 
tiempo (Somers y Wong, 2004; Wulff et al., 2006; Pesavento et al., 2010; Vongkamjan et al., 
2013). Miettinen et al. (1999) mostraron la capacidad persistente de L. monocytogenes en una 
planta de helado durante 7 años, de la misma forma Wilks et al. (2006) encontraron que L. 
monocytogenes puede sobrevivir en materiales vegetales durante un período de hasta 10 a 12 
años. 
 
Esto refleja la relevancia de los biofilms para la industria alimentaria (Moretro y Langsrud, 
2004) e identifica a L. monocytogenes como una preocupación importante (Cappitelli et al., 
2014). En consecuencia, el control de biofilms de L. monocytogenes en las industrias de 
procesamiento de alimentos es de vital importancia, para aumentar la seguridad alimentaria y 










2.2.2. Formación de biofilm por L. monocytogenes 
 
El recubrimiento de una superficie por L. monocytogenes depende también de las condiciones 
ambientales incluyendo el medio, la temperatura, el pH, las condiciones hidrodinámicas y las 
cepas (Djordjevic et al, 2002; Borucki et al., 2003; Tresse et al., 2007; Kumar et al., 2009). Por 
ejemplo, los flagelos desempeñan un papel predominante, al menos en las primeras etapas de la 
formación de biofilm. En L. monocytogenes, la temperatura regula la flagelación de las células 
(Lemon et al., 2007; Todhanakasem y Young, 2008). Por lo que, el efecto de la temperatura 
sobre la formación de biofilm de L. monocytogenes ha sido ampliamente investigado (Moens y 
Vanderleyden, 1996; Peel, Donachie y Shaw, 1988), es asi que se ha determinado que L. 
monocytogenes es flagelado y motil a temperaturas ≤ 30°C, y generalmente no flagelado y no 
motil a temperaturas mayor a 30°C (Grundling et al., 2004). A temperaturas bajas, la producción 
de flagelos por L. monocytogenes puede aumentar y se ha demostrado durante mucho tiempo 
como un medio de unión (Tresse et al., 2009). Aunque el apego mediado por flagelos es un 
medio demostrado de iniciación en la formación del biofilm (Lemon et al., 2007), L. 
monocytogenes puede adherirse a superficies inertes a través de un proceso de unión pasivo 
independiente de flagelos (Tresse et al., 2009). Tresse et al. (2007) también han reportado una 
dependencia del pH para la flagelación de L. monocytogenes, y sus consecuencias sobre la 
adhesión celular.  
 
Es de suponerse que todas las variables mencionadas no influyen en el mismo grado al 
desarrollo del biofilm; por ejemplo, Poimenidou et al. (2016) determinó que el impacto de la 
disponibilidad de nutrientes en la formación de biofilm fue mayor que la temperatura para cepas 




La mayor parte del conocimiento sobre la formación de biofilms mono-especies de L. 
monocytogenes se ha obtenido estudiando la adhesión bacteriana a las superficies o la 
arquitectura del biofilm (Norwood y Gilmour, 1999; Lunden et al., 2000; Kalmokoff et al 2001; 
Borucki et al., 2003). Entre la adhesión de una sola célula a la superficie y el desarrollo de una 
estructura tridimensional, la iniciación del biofilm pasa por una estructura inicial bidimensional 
(estructura 2-D) que no ha sido claramente descrita para L. monocytogenes. Además, no hay 
evidencia de una correlación entre las cepas de L. monocytogenes, las condiciones ambientales y 
esta estructura bidimensional inicial del biofilm (Pilchová, 2014). 
 
Estudios anteriores han identificado numerosos genes asociados con la formación de biofilms 
de L. monocytogenes a temperaturas entre 30 - 37°C; sin embargo, no se han realizado a 
temperaturas comúnmente asociadas con el procesamiento de alimentos (10 - 20°C). Aún no se 
tiene referencias si los genes involucrados en la formación de biofilm difieren a las temperaturas 
de procesamiento de alimentos, pero puede ser probable, considerando que la temperatura 
ambiental altera la hidrofobicidad de la superficie celular (Di Bonaventura et al., 2008), la 
motilidad (Mauder et al., 2008), y la expresión de otros factores genéticos en L. monocytogenes 
(McGann et al., 2007). 
 
2.2.3. Estructura del biofilm formado por L. monocytogenes 
 
Los biofilms producidos por L. monocytogenes son estructuralmente simples en comparación 
con los producidos por muchos otros microorganismos (Kalmokoff et al., 2001; Rieu et al., 
2008). Las arquitecturas principales descritas para biofilms listeriales muestran formas de setas, 
panales y redondas (Hall- Stoodley y Stoodley, 2002; Rieu et al., 2008). Las poblaciones de L. 




gruesos (9-12 log UFC/cm²) como hacen muchas otras bacterias (Gram et al., 2007; Oliveira et 




Se conoce que todas las cepas de L. monocytogenes muestran tanto diversidad genética como 
serotípica (Zhang et al., 2003). La diversidad serotípica tiene su origen a partir de las 
combinaciones de los antígenos somático (O) y flagelar (H), resultando un total de trece 
serotipos reconocidos dentro de la especie (Pan et al., 2009): 1/2a, 1/2b, 1/2c, 3a, 3b, 3c, 4a, 4ab, 
4b, 4c, 4d, 4e y 7. En base a estudios moleculares, las cepas de L. monocytogenes pueden 
clasificarse en tres grupos genéticos denominados linajes (Velge y Roche, 2010). El linaje I 
contiene serotipos 4b, 1/2b, 3b, 4d, 4e y 7; el linaje II, serotipos 1/2a, 1/2c, 3a y 3c; el linaje III 
incluye tres grupos, IIIA, IIIB y IIIC, (Den Bakker et al., 2008; Velge y Roche, 2010) y los 
serotipos 4a y 4c (Den Bakker et al., 2008; Velge y Roche, 2010). 
 
El linaje I contiene todas las cepas epidémicas de brotes y casos de listeriosis humanas 
clínicas y transmitidas por alimentos (Den Bakker et al., 2008). El linaje II contiene a cepas 
adaptadas al medio ambiente, además contiene aislamientos de casos de humanos y animales, y 
de alimentos (Den Bakker et al., 2008; Velge y Roche, 2010). El linaje III está asociado con 
aislamientos de animales, pocas listeriosis humanas se han descrito en este linaje (Den Bakker et 
al., 2008; Velge y Roche, 2010). 
 
En las últimas investigaciones sobre subtipicación molecular de L. monocytogenes, se reporta 
la existencia de un cuarto linaje (Ward et al., 2008; Bakker et al., 2010) conformado por los 




2008) y está asociado con aislamientos de humanos, de animales y de alimentos (Ward et al., 
2008). 
 
Más del 90% de los casos de listeriosis humana se atribuyen a sólo cuatro serotipos (1/2a, 
1/2b, 1/2c y 4b), siendo el serotipo 4b el que causa más del 50% de los casos de listeriosis en 
todo el mundo y que representa casi todos los casos brotes de origen alimentario en humanos y la 
listeriosis perinatal (Vazquez-Boland et al., 2001; Zhang et al., 2003). Obsérvese que los 
serotipos 1/2a y 1/2c pertenecen al linaje II, mientras que las cepas 1/2b y 4b representan el 
linaje I.  
 
2.2.5. Listeriosis  
 
L. monocytogenes es una bacteria patógena que causa una enfermedad transmitida por los 
alimentos, la listeriosis, que afecta principalmente a mujeres embarazadas, ya que puede causar 
parto prematuro o aborto involuntario, afecta también a neonatos, recién nacidos, ancianos, y lo 
que es más preocupante, a individuos inmunocomprometidos (Carpentier y Clerf, 2011). La 
listeriosis también se asocia a complicaciones de aparición tardía tales como meningitis, 
encefalitis, infección del sistema nervioso central en recién nacidos y pacientes 
inmunocomprometidos (Swaminathan y Gerner Smidt, 2007). Aunque L. monocytogenes es 
responsable de solo el 1% de las enfermedades transmitidas por los alimentos, 
considerablemente inferior a lo que causa otros patógenos, su tasa de mortalidad es 
extremadamente alta (20 - 40%), superando con gran ventaja la causada por otros patógenos 





L. monocytogenes ha estado implicada en varios brotes de enfermedades transmitidas por 
alimentos en las últimas décadas, en diferentes países, con una variedad de alimentos (Ferreira et 
al., 2014). La contaminación posterior al procesamiento de alimentos con L. monocytogenes ha 
sido reconocida como la causa principal de brotes de listeriosis (Wilks et al., 2006; Gandhi y 
Chikindas, 2007), siendo los casos esporádicos asociados generalmente con alimentos listos para 
el consumo (RTE, Ready to eat) que se mantienen durante períodos prolongados a temperaturas 
de refrigeración o de enfriamiento (Buchanan et al., 2017). Se han registrado otros brotes 
relacionados con otros alimentos como los mariscos, melón, manzanas (CDC, 2015a), helado 
(CDC, 2015b), etc. A pesar de que la legislación europea y estadounidense tiene normas estrictas 
sobre el material que entra en contacto con los alimentos, los brotes epidémicos causados por 
agentes zoonóticos son frecuentemente reportados (Ferreira et al., 2014, Halberg Larsen et al., 
2014). En una estimación, cerca de 1470 casos de listeriosis con una tasa de mortalidad del 
12.7% se informaron en los países europeos durante el año 2011 (EFSA, 2013), los alimentos 
implicados eran sándwiches, productos de panadería, carne y queso (EFSA, 2013). En el 2013 la 
EFSA informó 1763 casos humanos confirmados de listeriosis notificados en 27 Estados 
miembros (EFSA, 2015). En promedio, el 99,1% de los casos fueron hospitalizados, que es la 
mayor proporción de casos hospitalizados de todas las zoonosis bajo vigilancia de la UE. Los 
vehículos implicados fueron: Crustáceos, moluscos y moluscos y sus productos, queso, carne y 
productos cárnicos, carne de porcino y sus productos, hortalizas (ensalada mixta)  y jugos 
(EFSA, 2015). Para el año 2015, la tasa de infección por listeriosis ha aumentado en un 16% 
(EFSA, 2015). En el caso de los Estados Unidos, entre el 2011-2014, 183 personas fueron 
infectadas con la cepa de L. monocytogenes asociada con el brote, lo que resultó en 39 muertes. 




y melón cantalupo. En Canadá, en el 2008, se asoció un brote causado por la presencia de 
biofilms de L. monocytogenes en instalaciones de procesamiento de carne en lata (Knabel et al., 
2012). 
 
Se han postulado varias razones para explicar el aparente y deficiente control de este patógeno 
en la industria alimentaria: falta de sensibilidad entre los métodos que conducen a una detección 
inadecuada de L. monocytogenes debido a la existencia de células viables no cultivables (Dinu et 
al., 2009), procedimientos ineficientes para la limpieza y desinfección (Campdepadrós et al., 
2012) y principalmente la formación de biofilm por L. monocytogenes y posterior aumento de su 
capacidad para resistir desinfectantes (Pan et al., 2006 ; Ibusquiza et al., 2011). 
 
2.2.6. Persistencia en las instalaciones de la industria alimentaria 
 
En su revisión, Moretro y Langsrud (2004) citaron 21 estudios en los que se demostró la 
persistencia de cepas de L. monocytogenes, y aún se siguen publicando estudios similares (Ortiz 
et al., 2010). Las cepas de L. monocytogenes que persisten en los ambientes alimentarios 
producen biofilms más fuertes que las cepas que son aisladas esporádicamente (Lunden et al., 
2000), esto indica que la producción de biofilm es una estrategia de supervivencia de L. 
monocytogenes en el ambiente de procesamiento de alimentos. Aunque algunos estudios 
encontraron que las cepas persistentes eran menos sensibles que las cepas transitorias, otras no 
encontraron tal correlación (Ferreira et al., 2014). 
 
La presencia de L. monocytogenes en los establecimientos de procesamiento de alimentos es 
una consideración importante. Después de entrar a la instalación, L. monocytogenes puede 




como los drenajes de planta. La capacidad de L. monocytogenes para unirse y formar un biofilm, 
por ejemplo, en diferentes superficies de las plantas de procesamiento, ha sido previamente 
documentada (Zhao et al., 2013), y los subtipos persistentes son reconocidos como fuertemente 
adherentes y especialmente poderosos productores de biofilm (Lunden et al., 2000). Además, L. 
monocytogenes puede unirse a superficies previamente colonizadas por otras bacterias y formar 
biofilms de especies mixtas con, por ejemplo, Pseudomonas (Hassan et al., 2004). Los 
mecanismos por los que las células sobreviven bajo estas condiciones no se entienden 
completamente (Harvey et al., 2007). Por lo tanto, se cree que los biofilms de L. monocytogenes 
juegan un papel importante en su supervivencia en el ambiente de procesamiento de alimentos 
















3. PARTE EXPERIMENTAL 
 
3.1. Lugar de ejecución del estudio 
 
El lugar donde se realizó la presente investigación fue el laboratorio de Higiene e Inspección 
de los Alimentos, dentro del Grupo de Investigación de Análisis Microbiológico de Superficies y 
Evaluación de Biofilms (AMicS), perteneciente al Departamento de Ciencia animal y de los 
Alimentos de la Universidad Autónoma de Barcelona – España.  
 
3.2. Preparación de las superficies de ensayo 
 
Las superficies de ensayo empleadas fueron discos de acero inoxidable AISI 316 2B (AISI, 
American Iron and Steel Institute), de 2 cm de diámetro y 1 mm de grosor. Dicho material fue 
elegido por ser resistente a los ácidos no oxidantes y a la corrosión por hendidura y por picadura, 
tener buena resistencia mecánica y alta tenacidad incluso a temperaturas criogénicas, y además, 
por ser un material empleado en piezas y elementos de la industria de lácteos, frutas, verduras, 
alcohólica, panificadora, entre otros (Heubner, 2009).  
 
El proceso de limpieza y desinfección de los discos de acero inoxidable se basaron en las 
indicaciones de la norma europea UNE-EN 13697 referente a ensayos en superficies no porosas 
(AENOR, 2002). En dicho proceso, los discos de acero inoxidable fueron sumergidos en una 
solución acuosa con un detergente no bactericida (Lavavajillas Manual Ge, ADIS Higiene, 
Spain) durante 1 hora, y después fueron 3 veces lavados con agua destilada durante 10 segundos. 




cámara de flujo laminar. Además, con el objetivo de asegurar la esterilidad completa de los 
discos, éstos fueron autoclavados durante 15 minutos a 121ºC, antes de empezar los ensayos. 
 
3.3. Reactivación de las cepas de L. monocytogenes 
 
Se emplearon diecisiete cepas de L. monocytogenes (Tabla 1), de las cuales doce cepas 
procedieron de aislamientos previos en industrias alimentarias, realizadas por el Instituto 
Nacional de Investigación y Tecnología Agraria y Alimentaria – España (INIA). Las otras cinco 
cepas procedieron de la Colección Española de Cultivos Tipo (CECT), consideradas como cepas 
de referencia. 
 
Las diecisiete cepas forman parte de la colección del laboratorio y estaban almacenadas en 
estado liofilizado. Para reactivarlas, éstas se cultivaron en medio TSB (Caldo de soja triptona) 
durante 48 horas a una temperatura de 30°C. Posteriormente, la suspensión fue sembrada por 
agotamiento en placas con TSA (Agar de soja triptona) y cultivadas a 30ºC durante 48 horas. 
Finalmente, se aislaron colonias las que fueron resembradas en nuevas placas con TSA y se 
incubaron a 37°C durante 24 horas, consiguiendo con ello un cultivo puro de las cepas 
seleccionadas, para posteriormente ser conservadas en refrigeración por un periodo máximo de 









Cepas de L. monocytogenes empleadas en el estudio 
 
 
Nota: Estos aislamientos fueron obtenidos del Instituto 
Nacional de Investigación y Tecnología Agraria y Alimentaria 
– España (INIA) y la Colección Española de Cultivos Tipo 
(CECT). El símbolo ― - ‖ hace referencia a que aún no se ha 




3.4. Preparación del inóculo  
 
Para cada ensayo, las cepas fueron resembradas en TSA e incubadas a 37ºC durante 24 horas 
antes de la preparación del inóculo, con el objetivo de trabajar con cepas del mismo tiempo de 
vida. Para la preparación del inóculo, se tomó una colonia y se inoculó en un tubo de ensayo que 
Cepa Serotipo  Origen 
4423 1/2a  INIA 
5366 4b  CECT 
5672 4b  CECT 
5873 1/2a  CECT 
911 1/2c  CECT 
935 1/2b  CECT 
A7 -  INIA 
CDL69 1/2a  INIA 
EGD-e 1/2a  INIA 
P12 -  INIA 
R6 -  INIA 
S1(R) -  INIA 
S1(S) -  INIA 
S10-1 2a  INIA 
S2-1 -  INIA 
S2-2 -  INIA 




contenía 10 ml de medio sTSYEB (Caldo de triptona soja y extracto de levadura, suplementado 
con cloruro de sodio y glucosa), medio ideal para una buena formación de biofilms por L. 
monocytogenes (Pan et al., 2010), hasta obtener una concentración aproximada de 106 UFC/ml, 
que equivale a una turbidez de 0.0 - 0.1 unidades McFarland, empleando para ello un densímetro 
de la marca DENSIMAT (BioMérieux, France). 
 
3.5. Formación de los biofilms 
 
Para formar los biofilms, se inocularon 30 µl de la suspensión bacteriana de ensayo sobre 
cada disco. Los discos fueron colocados previamente a su inoculación en  placas de Petri, y a su 
vez, éstas fueron colocadas en un recipiente cerrado con humedad saturada, con el objetivo de 
evitar el secado y propiciar la formación del biofilm, donde seguidamente se incubó a una 
temperatura de 30°C durante 7 días (168 horas). Durante dicho periodo de incubación, se 
realizaron lavados y reposición de nutrientes a las 24, 48, 96 y 168 horas desde el inicio de la 
inoculación sobre el disco. Para el lavado de cada disco se utilizó 6 ml de agua estéril, y para la 
reposición de nutrientes 30 µl de medio sTSYEB estéril.  
 
3.6. Evaluación  
 
3.6.1.  Recuento de las células del biofilm por sistema TEMPO® 
 
El equipo del sistema TEMPO® es fabricado por los laboratorios de BioMérieux, el cual se 
presenta como una solución automatizada para el recuento de la contaminación microbiológica 
en productos alimenticios y superficies de trabajo, pudiendo analizar hasta 500 test diarios, con 
lo que se consigue ahorrar tiempo y costos. Fundamentalmente es un método rápido y 




validado por la AOAC internacional y la AFNOR. Este sistema cuenta con tres estaciones de 
trabajo: TEMPO® filler, TEMPO® prep y TEMPO® reader, además de viales que contienen un 
medio de cultivo específico para el tipo de recuento que se vaya a hacer y tarjetas que servirán 
para la incubación de las muestras. Estas tarjetas contienen 16 pocillos, en donde el tamaño del 
pocillo corresponde a niveles de dilución de 1 a 3. 
 
Para el recuento de las células presentes en el biofilm vía sistema TEMPO®, fue necesario 
desprender dichas células de la superficie. Para ello, los discos fueron lavados con 6 ml de agua 
destilada estéril a una presión adecuada con el principal objetivo de remover todas aquellas 
células que no se encontraban adheridas a la superficie y que por lo tanto no formaban parte del 
biofilm. Una vez finalizado el lavado, los discos fueron colocados en frascos que contenían 10 
ml de neutralizante (ver composición en ANEXO A), empleado por impedir el crecimiento 
celular, y 8.5 g de perlas de vidrio. Los frascos fueron sometidos a una fuerza mecánica en 
movimiento otorgado por un agitador tipo vórtex, durante 1 minuto y 30 segundos para así lograr 
desprender las células adheridas al disco. Posteriormente, a partir de la suspensión obtenida se 
realizaron diluciones seriadas en TSS (Solución salina de triptona), y a partir de las diluciones 
10-4 y 10-5 se realizó el recuento por el sistema TEMPO®. Para ello, primero los viales, que 
contenían un medio específico para el recuento de aerobios totales y un indicador fluorescente de 
crecimiento, fueron hidratados con 3 ml de agua destilada estéril. A este vial,  se le añadió 1 ml 
de la suspensión bacteriana de la dilución correspondiente, teniendo de esta forma una dilución 
final 1:4. Los viales fueron homogenizados por agitación en vórtex y su contenido fue traspasado 
hacia unas tarjetas empleando la unidad de llenado (TEMPO® filler). Dichas tarjetas presentan 
un código de barras que otorgan trazabilidad a las muestras. Seguidamente, estas tarjetas fueron 




base de datos. Posteriormente, las tarjetas se incubaron a 30°C durante 48 horas. Terminado el 
periodo de incubación, las tarjetas fueron leídas en la unidad TEMPO® reader, donde el sistema 
emplea métodos estadísticos para calcular el número de microorganismos presentes en la muestra 
inicial en UFC/ml. 
 
3.6.2. Recuento de las células del biofilm por recuento en placa 
 
Para el recuento en placa, se siguió el mismo procedimiento de lavado y desprendimiento de 
las células adheridas sobre los discos empleados por el método anterior, hasta obtener las 
diluciones 10-4 y 10-5 de la muestra en medio TSS. Una vez obtenidas estas diluciones, se inoculó 
1 ml de la dilución correspondiente en una placa Petri y se le añadió el medio TSA licuado. La 
muestra se homogenizó dando unos leves movimientos para que el inóculo se dispersara en todo 
el medio y, una vez solidificado, se incubó a una temperatura de 30°C durante 48 horas.  
 
3.6.3. Recuento de las células del biofilm por microscopía de epifluorescencia directa 
(DEM) 
 
Para este método se empleó el microscopio de epifluorescencia Olympus BX51/BX52 
(Olympus, Japan), el cual emplea como fuente de energía una lámpara de mercurio de alta 
presión, con un suministro de energía para 100 W (U-RFL-T-200, Olympus). Para la toma de 
fotografías se empleó una cámara digital Olympus DP73 acoplada al microscopio, y para el 
análisis de la imagen se utilizó el software cellSens Dimension de Olympus que fue incorporado 
en un sistema informático conectado al microscopio. Para poder visualizar y diferenciar las 
células viables de las muertas o dañadas se empleó el kit de viabilidad bacteriana LIVE/DEAD® 




yoduro de propidio (colorante fluorescente rojo), ambos reactivos están contenidos en una 
solución de dimetilsulfóxido anhidro (Boulos et al, 1999). Estos colorantes se fijan al ácido 
nucleico de la célula y su mecanismo de acción está basado en las características de 
permeabilidad de la membrana celular (Molecular Probes, 1995). Aquellas células que poseen 
una membrana celular intacta serán permeables solo al SYTO® 9 y no al yoduro de propidio 
(aunque éste colorante también tiñe las células dañadas), en consecuencia, la célula se teñirá de 
verde (célula viable). Sin embargo, cuando la membrana celular se encuentra dañada los dos 
colorantes van a penetrar, el SYTO® 9 en presencia de yoduro de propidio se va a reducir y 
manifestará una coloración roja, en consecuencia, las células se teñirán de rojo (célula no viable) 
(Vives-Rego et al., 2000). 
 
Para el recuento por microscopía de epifluorescencia directa, al igual que las pruebas 
anteriores, se lavó el disco con agua destilada estéril para eliminar las células no adheridas a la 
superficie En este caso,  no se realizó el desprendimiento de las células adheridas como en los 
métodos anteriores, ya que éste evalúa la contaminación microbiana directamente sobre la 
superficie sin necesidad de realizar pasos intermedios. Una vez terminado el lavado, se tomó un 
disco y se colocó sobre una lámina portaobjeto. Sobre el disco se añadió 5 µl del kit de viabilidad 
bacteriana LIVE/DEAD® BacLight™ - 13152 y sobre él se colocó un cubre-objeto. Los discos 
teñidos se dejaron en oscuridad durante 5 minutos (debido a la sensibilidad a la luz del reactivo) 
con el objetivo de que el colorante actuara en la muestra y luego se llevó al microscopio. En el 
microscopio se realizaron 5 fotografías al azar y en diferentes planos de los discos a un aumento 
de 20X, pudiéndose observar las células viables y no viables, además de la sustancia polimérica 
extracelular que nos indicaba presencia de biofilm maduro. Las imágenes fueron tratadas 




ocupada por las células adheridas que conforman el biofilm y el área promedio de cada célula. 
Con estos dos valores se pudo obtener el número de células presentes en el biofilm, dividiendo el 
área total ocupada por el área promedio de la célula. Los datos obtenidos fueron expresados 
como el logaritmo de las UFC (unidades formadoras de colonias) por centímetro cuadrado. 
 
3.7. Análisis estadístico  
 
Para los ensayos correspondientes a la evaluación por microscopía de epifluorescencia directa 
se realizaron por duplicado en tres experimentos distintos (n=6). Para la evaluación por sistema 
TEMPO® y por recuento en placa se realizaron por cuadruplicado en tres experimentos distintos 
(n=12). Dichos ensayos se realizaron para las diecisiete cepas en días distintos.  
 
Para el análisis estadístico de los datos se utilizó el programa IBM® SPSS® Statistics versión 
21.0. Para la comparación de las medias se utilizó el test de ―One Way ANOVA‖ y el test de 
―Duncan‖,  con el objetivo de observar si existen diferencias estadísticamente significativas entre 
los recuentos obtenidos por todas las cepas con respecto a cada uno de los métodos, y los 
recuentos obtenidos por los tres métodos para cada una de las cepas evaluadas. En ambos test se 
empleó un nivel de significación de P < 0.05. Además, se calcularon curvas de regresión para 









4. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 
De acuerdo a los objetivos planteados en el presente estudio, y una vez formados los biofilms 
sobre los discos de acero inoxidable, se procedió a evaluarlos por microscopía de 
epifluorescencia directa, sistema TEMPO® y recuento en placa, con el fin de determinar las 
cepas de mayor producción de biofilm mediante el recuento de células totales que, una vez 
finalizado el proceso, permanecieron adheridas a la superficie. Además, se hizo una comparación 
de la eficacia de los métodos en cuanto a la cuantificación de las células presentes en el biofilm. 
La Tabla 2 muestra los resultados de los recuentos obtenidos por cada uno de los métodos, 
expresados en unidades logarítmicas, además de mostrarse la existencia o no de diferencias 
estadísticamente significativas entre los recuentos obtenidos por los tres métodos para cada cepa, 
y los obtenidos por todas las cepas con respecto a un método en concreto. Para dicho fin se 














Tabla 2  
Recuento de las células presentes en los biofilms evaluados por los tres métodos 
Cepa 
Rto. DEM Rto. TEMPO® Rto. en Placa 
UFC/cm² log UFC/cm² UFC/cm² log UFC/cm² UFC/cm² log UFC/cm² 
CECT 5672 2.17×10ၭ 7.23ᴬᵃ ± 0.14 1.79×10ၬ 6.09    ± 0.12 1.37×10ၬ 5.93      ± 0.14 
4423 1.02×10ၭ 7.06ᴬᵃᵇ ± 0.08 4.70×10ၬ 6.61 ᵃ ± 0.07 3.98×10ၬ 6.53 ᵃ ± 0.08 
S2-1 1.08×10ၭ 6.95ᴬᵃᵇ  ± 0.11 3.23×10ၬ 6.43 ᵃᵇ ± 0.09 2.97×10ၬ 6.43 ᵃᵇ ± 0.06 
S2 BAC 1.16×10ၭ 6.94ᴬᵃᵇ  ± 0.14 2.20×10ၬ 6.29 ᵃᵇ  ± 0.07 2.49×10ၬ 6.37 ᵃᵇ  ± 0.05 
S2-2 1.05×10ၭ 6.95ᴬᵃᵇ  ± 0.10 2.24×10ၬ 6.28 ᵃᵇ  ± 0.07 1.86×10ၬ 6.23 ᵃᵇ   ± 0.06 
S10-1 4.17×10ၭ 7.05ᴬᵃᵇ  ± 0.28 2.03×10ၬ 6.23 ᵇ   ± 0.08 1.75×10ၬ 6.17 ᵇ   ± 0.07 
EDG-e 1.07×10ၭ 7.18ᴬᵃ ± 0.27 1.83×10ၬ 6.17 ᵇ   ± 0.08 1.60×10ၬ 6.15 ᵇ   ± 0.06 
CECT 935 8.25×10ၬ 6.79ᴬᵃᵇ  ± 0.16 1.64×10ၬ 6.08 ᵇ   ± 0.10 1.34×10ၬ 6.06     ± 0.07 
R6 9.27×10ၬ 6.81ᴬᵃᵇ  ± 0.19 2.12×10ၬ 6.26 ᵇ   ± 0.07 7.42×10ၬ 6.54ᴬ ᵃ ± 0.15 
CECT 5873 8.33×10ၬ 6.88ᴬᵃᵇ  ± 0.09 1.02×10ၬ 5.70   ± 0.18 1.15×10ၬ 5.65  ᶢ ± 0.18 
CECT 5366 6.30×10ၬ 6.77ᴬᵃᵇ  ± 0.07 1.40×10ၬ 6.10 ᵇ   ± 0.06 1.26×10ၬ 6.06     ± 0.06 
CDL69 8.56×10ၬ 6.91ᴬᵃᵇ  ± 0.07 1.96×10ၬ 6.20 ᵇ   ± 0.09 1.91×10ၬ 6.24 ᵃᵇ   ± 0.06 
S1(S) 4.51×10ၬ 6.53ᴬ    ± 0.17 1.66×10ၬ 6.10 ᵇ   ± 0.10 1.82×10ၬ 6.15 ᵇ   ± 0.10 
S1(R) 8.39×10ၬ 6.84ᴬᵃᵇ  ± 0.12 2.31×10ၬ 6.17 ᵇ   ± 0.14 1.87×10ၬ 6.09    ± 0.14 
P12 7.53×10ၬ 6.85ᴬᵃᵇ  ± 0.07 1.54×10ၬ 6.05    ± 0.11 1.72×10ၬ 6.05     ± 0.13 
A7 4.47×10ၬ 6.58ᴬᵇ    ± 0.12 2.83×10ၬ 5.91    ± 0.19 6.79×10ၫ 5.75    ᶢ ± 0.08 
CECT 911 2.98×10ၬ 6.26ᴬ   ± 0.20 5.98×10ၫ 5.62   ± 0.11 5.59×10ၫ 5.58 ᶢ ± 0.12 
ᴬ־  Valores medios en una misma fila con diferentes letras mayúsculas son significativamente diferentes (P < 0.05). 
ᵃ־ᶢ Valores medios en una misma columna con diferentes letras minúsculas son significativamente diferentes (P < 0.05). 
Rto.: Recuento 
DEM: Microscopía de epifluorescencia directa 
 
 
4.1. Evaluación de la formación de biofilm por las distintas cepas de L. monocytogenes 
mediante sistema TEMPO® 
 
Los resultados generados por el sistema TEMPO® se obtuvieron a partir del recuento de las 




fricción de las perlas de vidrio con la superficie. Mediante este método, L. monocytogenes 4423 
y L. monocytogenes CECT 911 fueron la mayor y menor productora de biofilm, obteniendo 
recuentos de 4.70×10ၬ y 5.98×10ၫ UFC/cm², respectivamente (Tabla 2). Aunque no existe 
diferencia estadísticamente significativa (P > 0.05) entre la cepa mayor productora, CECT 4423, 
y las cepas que le siguen, sí que hubo entre ésta y la menor productora, CECT 911 (P < 0.05). 
 
4.2.  Evaluación de la formación de biofilm por las distintas cepas de L. monocytogenes 
mediante recuento en placa 
 
Los resultados generados por recuento en placa, al igual que para el sistema TEMPO®, se 
obtuvieron a partir del desprendimiento de las células adheridas a la superficie de acero 
inoxidable. Mediante este método la cepa L. monocytogenes R6 fue la mayor productora de 
biofilm con un recuento de 7.42×10ၬ UFC/cm², aunque la cepa L. monocytogenes 4423 alcanzó 
un recuento de 3.98×10ၬ UFC/cm², por lo que al no haber diferencia estadísticamente 
significativa (P > 0.05) entre ambos resultados se considerará a las dos cepas como las mayores 
productoras de biofilm mediante este método tradicional. Por el contrario, L. monocytogenes 
CECT 911 fue la cepa menos productora de biofilm con un recuento de 5.59×10ၫ UFC/cm², 
presentando diferencias estadísticamente significativas con la mayor productora por este método 
(P < 0.05).   
 
4.3. Evaluación de los biofilms producidos por las distintas cepas de L. monocytogenes 
mediante microscopía de epifluorescencia directa  
 
En la Figura 6 se puede observar la variabilidad existente entre las cepas estudiadas respecto 




formar los biofilms. Si bien el biofilm no solo es representado por las bacterias que lo agrupan, 
éste también incluye sustancias poliméricas extracelulares. Cabe mencionar que ésta última es 
producida por los mismos microorganismos, por lo que el nivel de la población en estado sésil 
(adherido a la superficie, y no en estado planctónico o libre) es un buen indicador para 
determinar la capacidad de formar biofilms por las cepas de L. monocytogenes. Lo anterior 
mencionado se relaciona con lo expuesto por Nilsson et al. (2011), quienes afirman que el 
desarrollo del biofilm está directamente influenciado por el nivel de biomasa unida, referido a la 
población microbiana adherida a la superficie.  
 
En base a los resultados obtenidos por microscopía de epifluorescencia directa, L. 
monocytogenes CECT 5672 y CECT 911 con recuentos de 2.17×10ၭ y 2.98×10ၬ UFC/cm² son la 
cepa mayor y menor productora de biofilm, respectivamente (Tabla 2). Aunque no existe 
diferencia estadísticamente significativa (P > 0.05) entre la mayor productora, CECT 5672, y las 






Figura 6. Recuento por microscopía de epifluorescencia directa, expresado en    ሺ   ሻ    ⁄  
 
La Figura 7 muestra los recuentos obtenidos respecto a la formación de biofilms por las 
distintas cepas de L. monocytogenes mediante el uso de la microscopía de epifluorescencia 
directa, previamente representados en la Figura 6, pero esta vez ordenados de mayor a menor 











Figura 7. Recuentos obtenidos por microscopía de epifluorescencia directa de las cepas de 
L. monocytogenes ordenadas descendentemente en función de su capacidad de formación 
de biofilms.  
 
En estudios previos realizados en el laboratorio, se trabajó también con las mismas diecisiete 
cepas de L. monocytogenes con el mismo objetivo, determinar su grado de capacidad para formar 
biofilms, pero el material de la superficie fue distinto (poliestireno), además de la técnica 
empleada (sembrado en placa de microtiter y empleo del cristal violeta para su detección y 
cuantificación mediante el uso de curvas patrón previamente establecidas). Los resultados de 
dicha investigación (datos no mostrados) permitieron también hacer un cribado en cuanto a la 
capacidad de formar biofilms por las distintas cepas de L. monocytogenes empleadas en el 
estudio. La comparación de los resultados de dicho estudio y el presente estudio se muestran en 
la Tabla 3. Como se puede apreciar, tanto L. monocytogenes CECT 5672 como L. 










respectivamente, para ambos estudios, por lo que se podría considerar a L. monocytogenes CECT 
5672 como una cepa crítica al ser altamente capaz de formar biofilms en estos materiales con 
alto índice de empleabilidad en la industria alimentaria. Si bien es cierto, hay algunas cepas 
donde la variación respecto a su posición en la tabla es mínima, sin embargo, existen otras como 
L. monocytogenes EDG-e que sobre una superficie de plástico se muestra medianamente 
productora de biofilm, en cambio, en acero inoxidable su capacidad para formar biofilm es 
significativamente alta. Ambos resultados ponen de manifiesto lo dicho por Whitehead et al. 
(2009) respecto a la influencia de las propiedades del tipo de superficie, como por ejemplo la 
hidrofobicidad, sobre la formación del biofilm. Ésta es uno de los factores determinantes para la 
adherencia de las bacterias y la posterior formación de biofilms, tal como lo muestran Djordjevic 
et al. (2002), quienes encontraron que la adhesión de L. monocytogenes al acero inoxidable fue 
dramáticamente inferior a la observada en el PVC, poniendo de manifiesto una vez más la 
influencia del tipo de superficie empleado. No obstante, esta adhesión inicial es un proceso 
multifactorial ya que no solo depende del tipo de superficie, sino también de las propiedades de 
la superficie celular (Takahashi et al., 2010), las condiciones ambientales (Ploux et al., 2010) y el 












Comparación de la capacidad de las cepas de L. monocytogenes 
para formar biofilm sobre polietileno (previo estudio) y acero 

























































1°: Mayor productora de biofilm 
17°: Menor productora de biofilm 
 
Como ya se ha mencionado previamente, y en referencia a la cuantificación mediante el uso 
de microscopía de epifluorescencia directa, L. monocytogenes CECT 5672 fue la cepa mayor 
productora de biofilms sobre acero inoxidable (Figura 7). Además, tal y como también se ha 
detallado en la Tabla 1, esta cepa pertenece al serotipo 4b, adjudicado como responsable de más 




transmitidos por los alimentos (Vazquez-Boland et al., 2001; Zhang et al., 2003). Los resultados 
obtenidos explicarían, en parte, la alta persistencia que tiene la cepa L. monocytogenes CECT 
5672 en las instalaciones de la industria procesadora de alimentos, al ser altamente capaz de 
formar biofilms, y que por lo tanto posee resistencia al estrés ambiental y a los procedimientos 
de limpieza y desinfección convencionales, en consecuencia, podrá permanecer en las superficies 
de trabajo durante largos periodos de tiempo, generando la contaminación de los productos 
finales y pudiendo generar un brote alimentario, característico del serotipo al que pertenece.  
 
En el mismo sentido, es importante mencionar a la cepa L. monocytogenes 4423, la cual según 
la Tabla 2 se presenta como la mayor productora de biofilm en acero inoxidable cuantificada por 
el sistema TEMPO® y recuento en placa, y la tercera productora observada mediante 
cuantificación por microscopía de epifluorescencia directa. Esta cepa, como se puede ver en la 
Tabla 1, pertenece al serotipo 1/2a y a su vez este serotipo pertenece al linaje II, el cual engloba a 
cepas adaptadas al medio ambiente y que poseen una mayor capacidad para multiplicarse en el 
mismo respecto a otros linajes (De Jesús y Whiting, 2003), y esto, explicaría por una parte la 
buena capacidad de formar biofilms en las instalaciones de la industria alimentaria. Además, en 
las investigaciones realizadas por Nilsson et al. (2011) y por Borucki et al. (2003) se evaluaron la 
capacidad de formación de biofilms de diferentes cepas de L. monocytogenes, determinándose 
que las cepas con mayor producción fueron las pertenecientes al serotipo 1/2a, además de 
registrarse en Estados Unidos 8 brotes asociados a alimentos contaminados con cepas de L. 
monocytogenes pertenecientes a este serotipo (Cartwright et al., 2013). 
 
Las Figuras 8, 9 y 10 representan solo una parte de las fotografías tomadas a los campos 




microscopía de epifluorescencia directa a una amplitud de 20X. En ellas se puede observar desde 
la forma de la célula (bacilos cortos) hasta la distribución que tienen las colonias sobre la 
superficie (en algunos casos determinando formas geométricas, y en otros casos más dispersas). 
También se muestra una clara diferenciación entre las células viables (color verde) y las muertas 
o aquellas que presentan daño en su membrana celular (color rojo) gracias a la tinción de 
viabilidad LIVE/DEAD® aplicada.  
 
Las diferencias observadas en cuanto a la distribución y el nivel poblacional de las células 
adheridas (Figuras 8, 9 y 10), puede ser explicada en parte por las diferencias en la motilidad 
(Mosquera-Fernández et al., 2014) entre las diferentes cepas estudiadas. Por su parte, 
Todhanakasem y Young (2008) discutieron la posible relación entre las oscilaciones del nivel 
poblacional y la motilidad de las cepas de L. monocytogenes, sin embargo, la motilidad es solo 
uno de los factores condicionantes para que se pueda dar la adhesión inicial del microorganismo 
a la superficie. 
 
Mosquera-Fernández et al. (2014) evaluaron la formación de biofilm de L. monocytogenes 
CECT 5873, encontrando que esta cepa desarrolla biofilms poco densos a diferencia de otras 
cepas que también fueron estudiadas. Ello guarda cierta relación con nuestros resultados para la 
cepa CECT 5873, ya que se muestra como una cepa medianamente productora de biofilm 
(Figura 7) con una densidad poblacional de 6.88 ± 0.09 de células adheridas (Tabla 2). Además, 
la distribución y la forma de las colonias adheridas a la superficie fue distinta comparada con 
nuestro resultado (Figura 9, j), esto porque la superficie de ensayo empleada por estos 
investigadores fue de acero inoxidable de tipo AISI 304, diferente a la que se empleó en el 




tipo de superficie sobre la formación de la estructura del biofilm y la distribución de las colonias 
dentro de éste.  
 
Como se ha mencionado en el fundamento teórico, los canales de agua presentes en los 
biofilms (en su estadio de maduración), observados como espacios vacíos separando las 
microcolonias bacterianas presentes (Figura 2), cumplen la función principal de actuar como una 
vía de acceso de nutrientes y salida de desechos (Donlan, 2002). Los espacios vacíos que se 
muestran en la Figura 9, j correspondiente a la cepa CECT 5873 representarían aparentemente 
estos canales de agua. Las imágenes obtenidas por DEM muestran representaciones de dos 
dimensiones, por lo que no es la más adecuada para analizar la estructura de los biofilms 
bacterianos. Por lo tanto, para confirmar que dichos espacios vacíos mostrados en la Figura 9, j 
representan canales de agua es necesario que la estructura se muestre en tres dimensiones, esto es 






























   
 
   
 




Figura 8. Imágenes obtenidas por microscopía de epifluorescencia directa de cepas de L. monocytogenes a 
20X post tinción con LIVE/DEAD®, incubados a 30°C durante 7 días, a) CECT 5672, b) 4423, c) S2-1, d) 



























                   
   
 
   
 




Figura 9. Imágenes obtenidas por microscopía de epifluorescencia directa de cepas de L. monocytogenes 
a 20X post tinción con LIVE/DEAD®, incubados a 30°C durante 7 días, g) EDG-e, h) CECT 935, i) R6, 
j) CECT 5873, k) CECT 5366, l) CDL69. El color rojo representa a las células muertas o lesionadas y el 




























   
 






Figura 10. Imágenes obtenidas por microscopía de epifluorescencia directa de cepas de L. 
monocytogenes a 20X post tinción con LIVE/DEAD®, incubados a 30°C durante 7 días, m) S1(S), n) 
S1(R), o) P12, p) A7, q) CECT 911. El color rojo representa a las células muertas o lesionadas y el verde 




Tal y como se ha detallado en el apartado correspondiente a la metodología, el empleo de la 
tinción de viabilidad LIVE/DEAD® en el análisis por microscopía de epifluorescencia directa 
pone en evidencia las células viables (color verde) y las células dañadas o muertas (color rojo) 
que forman parte del conjunto de células adheridas a la superficie y que constituyen el biofilm 
(Figuras 8, 9 y 10). En la Tabla 4 se muestran los porcentajes en cuanto a células viables y no 
viables para las diecisiete cepas estudias, ordenadas de la mayor productora de biofilms (1) a la 
menor productora (17). No se ha encontrado una relación directamente proporcional entre la 
capacidad de producción de biofilm y el porcentaje de células viables presentes en el biofilm 
evaluadas una vez terminado del periodo establecido, es decir, las cepas con mayor producción 
de biofilm no necesariamente son las que poseen los mayores porcentajes de células viables una 
vez finalizado los siete días de incubación establecidos. Lo que sí guarda una relación 
directamente proporcional con la viabilidad celular es el grado de maduración del biofilm con el 
porcentaje de células no viables, teniendo una reducción de las células viables en los biofilms 
maduros. De hecho, hay estudios que demuestran que en un biofilm joven existe alrededor de un 
20% de células no viables, y entorno a un 50% en un biofilm maduro (Carpentier y Cerf, 1993; 
Sharma y Anand, 2002).  
 
Con lo antes mencionado y en base a nuestros resultados, se puede afirmar que para un 
periodo de siete días L. monocytogenes A7 (76.99% no viables) y S10-1 (7.51% no viables) 
lograron el mayor y el menor grado de maduración del biofilm, respectivamente. Teniendo en 
cuenta que para todos los ensayos se cuidó que, durante el proceso de formación de los biofilms, 
la humedad siempre fuera alta y no se produjera la muerte de las células por desecación. Por esta 




resultados mostrados en la Tabla 4 se ha determinado que todas las cepas estudiadas requieren de 
diferentes periodos para que alcancen la madurez de su biofilm formado. 
 
Tabla 4 
Porcentaje de viabilidad de las células que forman el biofilm en las cepas estudiadas 
Cepa 
 
Orden descendente en 
producción de biofilm 
Viables 
(%) 
No viables (%) 
CECT 5672 1° 68.17 31.72 
EDG-e 2° 36.39 63.61 
4423 3° 49.17 50.83 
S10-1 4° 92.49 7.51 
S2-1 5° 59.29 40.71 
S2-2 6° 57.00 43.00 
S2 BAC 7° 47.03 52.97 
CDL69 8° 43.05 56.95 
CECT 5873 9° 55.20 44.80 
P12 10° 46.79 53.21 
S1(R) 11° 32.75 67.25 
R6 12° 34.12 65.88 
CECT 935 13° 45.65 54.35 
CECT 5366 14° 62.12 37.88 
A7 15° 23.01 76.99 
S1(S) 16° 61.71 38.29 
CECT 911 17° 47.83 52.17 
 
1°: Mayor productora de biofilm 








4.4. Comparación de los métodos empleados para la cuantificación de las células presentes 
en los biofilms 
 
En la Tabla 2 se puede observar que para los tres métodos empleados se obtuvo que la cepa 
menos productora de biofilms fue L. monocytogenes CECT 911, mientras que L. monocytogenes 
4423 fue la mayor productora cuando ésta se cuantificó mediante el sistema TEMPO® y recuento 
en placa, aunque cuando se empleó la microscopía de epifluorescencia directa como método para 
la cuantificación de las células presentes en el biofilm, se obtuvo que L. monocytogenes CECT 
5672 fue la que tuvo una mayor capacidad para formarlos. Con el uso de este último método, la 
cepa L. monocytogenes 4423 fue la tercera mayor productora de biofilms, por lo que en este 
aspecto no hay mucha diferencia en cuanto a la designación de la mayor y la menor productora 
de biofilm por los tres métodos. También se puede observar que la diferencia entre la cepa de 
mayor y menor producción de biofilms fue de aproximadamente una unidad logarítmica para los 
tres métodos (Tabla 2). Además, los resultados de los recuentos obtenidos para las otras cepas en 
cada uno de los métodos no se muestran tan distantes, teniendo cepas que no presentan 
diferencias significativas en sus recuentos (P > 0.05), por lo que podríamos agruparlas de 
acuerdo a la similitud respecto a su capacidad para formar biofilms, teniendo así cepas altamente 
productoras, medianamente productoras y poco productoras de biofilm. 
 
Como se puede observar en la misma Tabla 2, el recuento por microscopía de 
epifluorescencia directa llega a ser aproximadamente una unidad logarítmica superior que los 
recuentos por sistema TEMPO® y recuento en placa. Esto concuerda con lo enunciado por 
Korkeala et al. (1988), quienes demostraron que el recuento por microscopía directa otorgaba 




recordando que el sistema TEMPO® si bien es un método rápido y automatizado, se fundamenta 
en los métodos tradicionales de cultivo. Dichos autores también mencionan que al emplear una 
agitación fuerte con perlas de vidrio para poder desprender el biofilm, esto podría ser demasiado 
destructivo y por tanto producir daño celular. Este hecho podría ser en parte la razón del menor 
recuento obtenido por sistema TEMPO® y recuento en placa. No obstante, otro factor que se 
debería tener en consideración es el hecho de que una parte de las células adheridas a la 
superficie puede que no se hayan desprendido por estar demasiado adheridas e inmersas en la 
SPE, por lo que puede, en parte, subestimarse el recuento de células presentes en el biofilm.  
 
Si bien el recuento en placa ha sido utilizado tradicionalmente en investigaciones en donde 
está presente la microbiología, cuando se trata de analizar el desarrollo del biofilm resulta ser un 
método poco confiable (Daims y Wagner, 2007), ya que solo se podrán observar las células 
viables cultivables, más no las células viables no cultivables y las muertas (Rose et al., 2003), las 
cuales sí que se pueden observar cuando la microscopía de epifluorescencia directa se emplea 
como método de cuantificación de las células presentes en el biofilm. Esta sería otra causa de los 
menores recuentos obtenidos por el sistema TEMPO® y recuento en placa respecto a la 
microscopía. 
 
Mosquera-Fernández et al. (2014) y Fuster i Valls (2006) confirmaron en base a los resultados 
de sus investigaciones, que el empleo del análisis de imágenes obtenidas por microscopía para la 
cuantificación durante el desarrollo del biofilm resulta más ventajoso que el empleo de métodos 
tradicionales como el recuento en placa, al considerar las células viables, tanto las cultivables 
como las no cultivables, que también forman parte del biofilm. Breeuwer y Abee (2000) y Moore 




infraestimación del recuento microbiano cuando se emplea el método tradicional de recuento en 
placa. 
 
Las Figuras 11 y 12 muestran una comparación entre los recuentos obtenidos por sistema 
TEMPO®, recuento en placa y microscopía de epifluorescencia directa mediante regresión lineal, 
para las cepas CECT 5672, CECT 5873 y CECT  911 de mayor, mediana y menor producción de 
biofilms, respectivamente. La Figura 11 compara los recuentos obtenidos por microscopía de 
epifluorescencia directa y por sistema TEMPO® para las tres cepas antes mencionadas. Como se 
puede observar, para los tres casos el modelo lineal es adecuado para describir la relación que se 
establece entre éstas dos variables, ya que se tiene que los coeficientes de determinación (  ) 
tienen valores de 0.974, 0.932 y 0.967 para las cepas CECT 5672, CECT 5873 y CECT 911, 
respectivamente. Este tipo de relación era de suponerse, ya que como se ha mencionado 
anteriormente los recuentos obtenidos por microscopía son alrededor de una unidad logarítmica 
mayor a los recuentos obtenidos por sistema TEMPO® (Tabla 2), lo que genera a su vez que haya 
una relación lineal entre ambas variables. La Figura 12 muestra la comparación de los resultados 
obtenidos por recuento en placa y por sistema TEMPO® mediante regresión lineal para las 
mismas cepas. Al igual que los casos anteriores, el modelo lineal se presenta como el más idóneo 
para describir la relación entre ambas variables, consiguiéndose coeficientes de determinación 
(  ) con valores de 0.993, 0.909 y 0.984 para las cepas CECT 5672, CECT 5873 y CECT 911, 
respectivamente. Esta relación también era de esperarse, ya que los recuentos obtenidos por 
sistema TEMPO® y recuento en placa no presentan diferencias estadísticamente significativas 





Resulta interesante recalcar que los recuentos obtenidos tanto por el sistema TEMPO® como 
por recuento en placa presentan valores bastante similares, lo cual evidenciaría la exactitud y 
fiabilidad del sistema TEMPO® como un método rápido y automatizado respecto al método de 
cultivo tradicional en placa. Además, ambos métodos generan una cuantificación indirecta de las 
células presentes en el biofilm, al necesitar un previo desprendimiento de las células adheridas a 
la superficie, pero que, como se ha argumentado anteriormente, no está totalmente garantizado 
que todas las células presentes sean desprendidas, a diferencia de la microscopía de 
epifluorescencia que genera una cuantificación directa, ya que el análisis se realiza in situ sobre 
la misma superficie (Holah et al., 1988), eliminando así la posibilidad de que haya células 
adheridas sin ser cuantificadas. 
 
Todas estas desventajas del método tradicional son las ventajas de la microscopía de 
epifluorescencia directa, al no necesitar pasos intermedios (desprendimiento de las células y 
cultivo de las mismas) para evaluar la calidad microbiológica de la superficie, al considerar a las 
células viables no cultivables y a las no viables y muertas, que también forman parte del biofilm, 
y al generar resultados en menos de 30 minutos (Pontefract, 1991) y no en 48 horas como lo 
otorga el sistema TEMPO® y el recuento en placa, lo que permite poder tomar decisiones en 
tiempo real. Por ello es que la microscopía de epifluorescencia directa se perfila como el método 
más adecuado, rápido y confiable en cuanto a una mayor aproximación de la real contaminación 
microbiológica de las superficies de trabajo de acero inoxidable. Lo anterior concuerda con lo 
mencionado por Wirtanen et al. (1995), quienes demostraron que la microscopía de 
epifluorescencia directa es el método más confiable para evaluar el estado de higiene de la 





Como era de esperarse, la cantidad de biofilm formado varía entre las cepas de L. 
monocytogenes evaluadas por los tres métodos empleados. Desde finales del siglo pasado hasta 
nuestros días se está tratando de explicar las razones de estas variaciones, teniéndose resultados 
de la influencia de diversos factores, pero aún sigue siendo poco claro (Borucki et al., 2003; 

















































Figura 11. Comparación entre los recuentos obtenidos por microscopía de epifluorescencia directa (DEM) y por 











DEM (log UFC/cm²) 



















































Figura 12. Comparación entre los recuentos obtenidos por sistema TEMPO® y recuento en placa para los biofilms 










































Todas las cepas de L. monocytogenes estudiadas fueron capaces de formar biofilm sobre una 
superficie de acero inoxidable bajo condiciones de 30ºC durante 7 días de evaluación.   
 
Los recuentos de las células presentes en los biofilms obtenidos por sistema TEMPO® 
(5.98×10ၫ - 4.70×10ၬ UFC/cm²) y recuento en placa (5.59×10ၫ - 7.42×10ၬ UFC/cm²) no 
presentaron diferencias significativas. Sin embargo, el recuento obtenido por microscopía de 
epifluorescencia directa (2.98×10ၬ - 2.17×10ၭ UFC/cm²) sí presento diferencias significativas 
sobre los recuentos obtenidos por los dos métodos antes mencionados, además de presentar 
recuentos superiores en alrededor de una unidad exponencial (logarítmica). 
 
Las cepas L. monocytogenes CECT 5672 y 4423 presentaron el mayor número de células en 
el biofilm formado, siendo así las mayores productoras, mientras que la cepa L. monocytogenes 
CECT 911 fue la de menor producción de biofilm. 
 
La microscopía de epifluorescencia directa demostró ser el método más eficaz para la 
cuantificación del número de células totales que forman el biofilm, el cual incluye a las viables 
cultivables y no cultivables y a las muertas, a diferencia del sistema TEMPO® y el recuento en 












La desinfección de las superficies alimentarias deberá programarse en periodos menores a 7 
días, y estar en un ambiente con baja humedad y temperatura menor a 30°C, con el objetivo de 
evitar generar un ambiente propicio para el crecimiento no solo de L. monocytogenes sino de 
todas las bacterias que tienen la capacidad para formar biofilm. 
 
Ampliar el tiempo de evaluación para investigar la persistencia del biofilm en superficies 
alimentarias. 
 
Continuar investigando el desarrollo de biofilms de L. monocytogenes sobre otros tipos de 
superficies presentes en el entorno de la producción alimentaria como vidrio, poliestireno, teflón, 
etc. Además, evaluar la eficacia de diferentes productos desinfectantes de diversos orígenes 
sobre los biofilm formados.  
 
Implementar la microscopía de epifluorescencia directa como método de detección y 
cuantificación de la formación de biofilms sobre superficies alimentarias por parte de las 
instituciones que brindan servicios de análisis o por la misma empresa. Si bien su inversión es 
mayor, el envío de una producción contaminada por biofilms bacterianos al mercado resulta un 
costo superior que se puede evitar con el empleo de un método que detecte y cuantifique al 
biofilm de forma casi inmediata como lo hace la microscopía de epifluorescencia directa, lo que 
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Cloruro de sodio 
10 g 
20 g 
Agua destilada 1000 ml 
TSS 
Triptona 






7.0 ± 0.2 
Neutralizante 
Triptona 














Costos por servicio de análisis de superficies alimentarias mediantes diferentes métodos 
 
Método Sistema TEMPO® Recuento en placa Microscopía de 
epifluorescencia directa 
Costo 
(€/muestra) 18,00 20,50 25,00 
 
Fuente: Servicio de Análisis y Aplicaciones Microbiológicas – Universidad Autónoma de Barcelona 
 
ANEXO C.  
Ventajas y desventajas de los metodos empleados 
 
Método Ventajas Desventajas 
Sistema TEMPO® 
 Automatizado 
 Procesa hasta 500 test por día  
 Ahorro de costos por materiales 
 Trazabilidad total 
 Sencillez 
 No necesita personal muy 
especializado 
 Su análisis estadístico se basa en 
el método tradicional 
 Otorga resultados en 48 horas 
 Realiza un análisis indirecto 
 No muestra a las células viables 
no cultivables y a las muestras 
Recuento en placa 
 Bajos costos de material 
 Muestra el crecimiento 
progresivo de las células  
 No necesita personal muy 
especializado 
 Se necesita una mayor cantidad 
de personal para el análisis 
 Vulnerable al error humano 
 Poca sensibilidad 
 Otorga resultados en 48 horas 
 Realiza un análisis indirecto 
 No muestra a las células viables 




 Otorga resultados en 30 minutos 
 Alta sensibilidad  
 Menos vulnerable al error 
humano 
 Realiza un análisis directo 
 Muestra a las células viables 
cultivables y no cultivables y a 
las muertas 
 Costo de análisis alto 
 Necesita personal especializado 


















































Inoculación de L. monocytogenes en suspensión sobre 
discos de acero inoxidable para el inicio de la 
































ANEXO L.  
Metodología aplicada para la formación y cuantificación de los biofilms 
Preparación de superficies 
 Detergente no bactericida: 1h 
 Lavar: 3 veces/10 s 
 Isopropanol 70%: 15 min 
 Esterilizar: 15 min a 121ºC 
Reactivación de las cepas  
 Cultivar en TSB: 48h a 30ºC 
 Sembrar en TSA: 48h a 30ºC 
 Resembrar en TSA: 24h a 37ºC 
Preparación del inóculo  
 Resembrar en TSA: 24h a 37ºC 
 Inocular en medio sTSYEB 
Formación del biofilm  
 Inocular 30 µl del inoculo sobre c/disco 
 Colocar los discos en cámara saturada de 
humedad 
 Incubar: 168h a 30ºC 
 Lavar y reponer nutrientes a las 24, 48, 




























Sistema TEMPO® Recuento en placa 
Microscopía de 
epifluorescencia directa 
Colocar c/disco en frascos 
con 10ml de neutralizante y 
8.5g de perlas de vidrio  
Agitar con vortex durante 
1min 30s  
Realizar diluciones seriadas 
en TSS  
En paralelo, hidratar los 
viales (3ml) que contiene un 
medio específico  
Añadir 1ml de las 
diluciones seriadas  10-4 y 
10-5 a los viales  
Traspasar el contenido del 
vial a las tarjetas de 
incubación, registrando su 
código de barras  
Incubar las tarjetas a 30ºC 
por 48h  
Realizar el recuento 
Colocar c/disco en frascos 
con 10ml de neutralizante y 
8.5g de perlas de vidrio  
Agitar con vortex durante 
1min 30s  
Realizar diluciones seriadas 
en TSS  
Colocar c/disco sobre una 
lámina porta-objeto  
A partir de las diluciones 
10-4 y 10-5 inocular 1ml en 
las placas Petri 
Añadir medio TSA a c/placa 
Incubar a 30°C por 48h 
Realizar el recuento 
Añadir 5µl del reactivo 
LIVE/DEAD sobre c/disco 
y colocar cubre-objeto  
Dejar actuar durante 5min 
en oscuridad  
Llevar al microscopio y 
tomar 5 fotografías a 20X  
Realizar el recuento, para 
ello emplear el software 
cellSens Dimension  
